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Many viruses build large factories in infected cells as structural solutions to solve their 
needs in replication and morphogenesis. During my PhD, I have characterized the replication 
complexes (RCs) formed by two viruses that replicate their genome in cytoplasmic viral 
factories: an ssRNA- virus (Bunyamwera virus, BUNV) and an ssRNA+ virus (Rubella virus, 
RUBV).  
In cells infected by BUNV (family Bunyaviridae, genus Orthobunyavirus), 
mitochondria are recruited around the Golgi complex, where virus assembly and maturation 
take place. With the assistance of confocal microscopy and 3D ultrastructural imaging 
together with molecular mapping in situ and in vitro, we have characterized a tubular 
structure build inside BUNV factory. This structure possesses all the factors involved in virus 
replication in its globular domain. We have also detected the viral protein NSm, recently 
related with viral morphogenesis, inside tubes, as well as several cellular proteins including 
actin and myosin I. With drugs affecting actin, we showed that this protein is a key factor for 
tube and virus assembly. Moreover, NSm and actin were present in intracellular immature 
viruses but they were absent in extracellular virions, with a behavior characteristic of 
scaffolding proteins. 3D reconstructions based on serial sections of infected cells showed that 
tubes anchor cell organelles to Golgi stacks and make contacts with intracellular viruses. 
Globally, all these data have allowed us to propose that BUNV viral tubes are involved in (1) 
viral replication, (2) organelle recruitment around Golgi and (3) viral morphogenesis.  
RUBV is the sole member of the Rubivirus genus of the family Togaviridae. RUBV 
replicates its genome in modified endo-lysosomes known as cytopathic vacuoles (CPVs), 
around which mitochondria, RER and Golgi (the assembly site) are recruited. To characterize 
the RUBV RCs´ architecture, we employed replicons either in the presence or the absence of 
the RUBV capsid (C) gene, which produced CPVs similar to the ones observed during 
infection, including local organelle recruitment around them. The viral replicase is the only 
viral factor needed to induce this recruitment. By confocal and electron microscopy we have 
localized the viral replicase, double stranded RNA (dsRNA), a marker for viral RNA 
replication, and also the mitochondrial protein P32 in these CPVs. When present, C was 
mainly detected surrounding the CPVs, although it partially localized inside CPVs. 
Experiments with streptolysin-O showed that RCs have direct access to the cytoplasm. 
Ultrastructural analysis of CPVs in replicon-transfected cells revealed an electron-dense 
interior with a variety of internal vesicles, vacuoles and straight elements. These straight 
elements could be two-dimensional arrays of functional viral replicases. We also studied the 
structure of the CPVs by high pressure-freezing, freeze-substitution and electron tomography. 
To this end we minimized the use of chemical fixatives and looked for the maximum contrast 
and stability of sections during acquisition of tilt series. By employing this approach, we have 
studied the heterogeneous content of CPVs and observed a variety of contacts with the 
surrounding organelles, suggesting a complex process of exchange of components between 
them. 
All these data have allowed us to propose a working model for each RC, models that 
will be an initial step for their future structural characterization with molecular resolution. 



























Los virus son parásitos intracelulares obligados por lo que dependen de factores 
celulares para poder completar su ciclo infectivo (Freed, 2004). Durante su infección realizan 
numerosos tipos de interacciones con la célula huésped, generando en ocasiones estructuras 
complejas organizadas habitualmente en la región perinuclear, en donde el virus se replica y/o 
ensambla (Novoa y cols., 2005a). Estas estructuras reciben el nombre de factorías virales y 
son un ejemplo de interacción compleja entre factores virales y celulares (Mackenzie, 2005; 
Novoa y cols., 2005a; Salonen y cols., 2005; Wileman, 2006; Netherton y cols., 2007; Miller 
y Krinjse-Locker, 2008). Actualmente se está dedicando mucho esfuerzo en comprender 
cómo se generan estas factorías y se ha propuesto que se forman gracias a la acción de 
determinadas proteínas virales que localizan en orgánulos celulares específicos (Novoa y 
cols., 2005a; Salonen y cols., 2005). También resulta de interés conocer los factores celulares 
implicados en las distintas factorías. En este sentido, unas de las factorías virales mejor 
caracterizadas son las generadas por algunos virus DNA como los pox-, irido- y asfarvirus, 
que emplean el mecanismo de defensa celular de formación de agresomas o de autofagosomas 
para concentrar los componentes estructurales necesarios para la replicación viral (Figura I1) 
(Heath y cols., 2001; Wileman 2006).  
La autofagia es una respuesta celular a la inanición así como un control de calidad para 
eliminar orgánulos dañados del citoplasma que está relacionada con diversas rutas de 
desarrollo y con diferentes enfermedades (Shintani y Klionsky, 2004). Además, podría ser un 
mecanismo de defensa frente a los patógenos (Kirkegaard y cols., 2004). Estudios recientes 
han demostrado que la autofagia juega un papel importante en la eliminación de agregados 
protéicos en las células. Estos son en primer lugar trasladados sobre microtúbulos a los 
centros organizadores de microtúbulos mediante transporte retrógrado dependiente de dineína, 
acumulandose en inclusiones perinucleares denominadas agresomas para su degradación 
(Johnston y cols., 1998). Los agresomas están rodeados de filamentos de vimentina y reclutan 
chaperonas, proteasomas (complejos proteicos responsables de la degradación de proteínas) y 
mitocondrias, lo que sugiere que son sitios especializados para el plegamiento y degradación 
proteica. Las proteínas que no pueden ser plegadas correctamente por las chaperonas o 
degradadas por los proteasomas, podrían ser eliminadas en los agresomas mediante autofagia, 
posibilitando su traslado hacia los lisosomas (Ravikumar y cols., 2005). Las factorías 
generadas por los virus DNA citoplásmicos como el virus vaccinia, los iridovirus o el virus de 
la peste porcina africana (VPPA; figura I1) contienen DNA viral y proteínas estructurales 
concentradas en inclusiones muy similares a los agresomas. En común con estos, las factorías 
están localizadas cerca de los centros organizadores de microtúbulos y reclutan a su alrededor 
vimentina, chaperonas celulares y mitocondrias (Wileman, 2006). La formación de las 
factorías en estas estructuras podría deberse a una utilización por parte del virus de la 
respuesta de la célula frente a la infección viral, que concentraría en agresomas los 
componentes virales (Wileman, 2006).  
 





Figura I1. Sección confocal de una célula BHK-21 
infectada con el VPPA a 16 h p.i.  
La factoría viral se observa en verde (localizada empleando 
un anticuerpo primario generado contra todo el virus), el DNA 
nuclear y viral en azul (localizado empleando ToPro) y la vimentina 
(localizada empleando un anticuerpo primario específico) en rojo. 
Después de los anticuerpos primarios se emplaron anticuerpos 




La relación entre las factorías virales de los virus DNA grandes y los agresomas es una 
excepción, puesto que para la mayoría de los virus que forman factorías y en concreto para 
muchos virus RNA, se desconoce la señalización que da lugar al reclutamiento de orgánulos y 
formación de las factorías. Con el fin de conocer posibles estrategias generales de formación 
de los RCs en factorías de virus RNA, en esta tesis hemos estudiado los mecanismos de 
replicación de dos virus cuyo material genético está compuesto por hebras de RNA de cadena 
sencilla (ssRNA, del inglés "single stranded RNA"): el virus Rubella (VRUB), un virus 
ssRNA de polaridad positiva (ssRNA+) y el virus Bunyamwera (VBUN), un virus ssRNA de 
polaridad negativa (ssRNA-). En ambos casos se ha descrito que para su replicación generan 
una factoría viral en el citoplasma (Novoa y cols., 2005a), pero mientras que existen bastantes 
datos bibliográficos acerca de las factorías virales formadas por el VRUB o por el resto de los 
virus ssRNA+, apenas se encuentran publicaciones acerca de las factorías generadas por el 
VBUN o por otros virus ssRNA-. En esta introducción nos hemos centrado en los resultados 
descritos acerca de virus ssRNA, tanto de cadena positiva como negativa, que replican su 
material genético en factorías virales en el citoplasma, para a continuación profundizar en los 
ciclos vitales del VBUN y del VRUB. Por último, también introducimos las técnicas de 
microscopía electrónica empleadas en este trabajo para el estudio de la estructura de las 




1.- Virus ssRNA+ que replican su genoma en factorías virales en el citoplasma. 
El genoma de los virus ssRNA+ está compuesto por una cadena sencilla de RNA en el 
sentido del RNA mensajero (mRNA). Por ello, su genoma puede ser traducido directamente a 
proteínas empleando la maquinaria celular una vez que entran al citoplasma. Esta traducción 
produce una o varias poliproteínas que son procesadas por proteasas virales o celulares dando 
lugar a las proteínas virales. Entre ellas se encuentran las proteínas no estructurales, que 
juegan un papel importante en la replicación viral. Después de la traducción de las 
poliproteínas, se ensambla el complejo replicativo (RC, del inglés "replication complex"), que 
contiene la RNA polimerasa RNA dependiente (RpRd), otras proteínas no estructurales 
necesarias para la replicación, el RNA viral y determinados factores celulares. En estos RCs 
tiene lugar la replicación viral que en todos los virus ssRNA+ conocidos están asociados a 
membranas derivadas de diferentes compartimentos celulares (Miller y Krijnse-Locker, 2008) 
modificados por la expresión de las proteínas no estructurales sin que sea necesaria la síntesis 
del RNA (Salonen y cols., 2005; Miller y Krijnse-Locker, 2008). Los compartimentos 
membranosos a los que se asocian los RCs consisten en la mayoría de los casos en pequeñas 
vesículas de entre unos 70 a 100 nm de diámetro, que se acumulan en la región perinuclear de 
la célula (Mackenzie, 2005). A partir de observaciones realizadas en alphavirus (Froshauer y 
cols., 1988), se ha propuesto que estas vesículas estarían conectadas al citoplasma a través de 
un cuello, de manera que el RNA recién sintetizado podría salir del sitio de replicación para 
dirigirse al de ensamblaje.  
Para tratar de explicar por qué los virus ssRNA+ han encontrado esta solución 
estructural al problema de la replicación viral, se han propuesto una serie de posibles ventajas 
que tendría esta forma de replicación. La asociación a membranas ofrecería un soporte al que 
anclar el RC, fijaría la replicación del RNA a un espacio concreto, incrementaría la 
concentración de los componentes necesarios y ofrecería protección frente a la reacción de las 
defensas del huésped ocultando el dsRNA (Salonen y cols., 2005). Por otro lado, el mismo 
RNA molde podría moverse a lo largo del complejo, que contendría además de la RpRd todas 
las demás enzimas necesarias para la replicación, posibilitando la reutilización del mismo 
molde de RNA para producir múltiples copias del mismo incrementando la eficacia de la 
replicación. Además, teniendo en cuenta resultados que muestran que la traducción de las 
proteínas y el ensamblaje de las nuevas partículas virales tienen lugar en zonas próximas al 
complejo replicativo utilizando los RNAs recién sintetizados para ello, la organización de 
factorías virales alrededor de los complejos replicativos asociados a membranas incrementaría 
la eficacia del ciclo vital del virus (Salonen y cols., 2005). Otra ventaja propuesta sería que las 
membranas a las que se ancla el RC proveerían ciertos lípidos necesarios para la replicación 
(Miller y Krijnse-Locker, 2008).  
A continuación resumimos los aspectos más importantes de la replicación de algunas 
familias de virus ssRNA+ sobre las que existen más datos acerca de la replicación de su 
genoma en factorías virales citoplásmicas. 
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1.1.- Familia Togaviridae. 
En el caso de los alphavirus y del VRUB, de la familia Togaviridae, una vez que las 
proteínas no estructurales se unen a membranas de origen endolisosomal, se generan vesículas 
citoplásmicas con invaginaciones de membrana regulares y esférulas, denominadas vacuolas 
citopáticas (CPVs, del inglés "cytopathic vauoles") que parecen ser los lugares exactos en los 
que tiene lugar la replicación del RNA viral (Froshauer y cols., 1988; Kujala y cols., 2001). 
Estos virus pertenecen a la super-familia similar a alphavirus, compuesta por virus ssRNA+ 
con similitudes en la secuencia de la polimerasa viral y que presentan también vesículas 
similares en las que se replican (van der Heijden y Bol, 2002). Entre los virus que componen 
esta super-familia, se encuentra el virus "Brome mosaic" (VBM), de la familia Bromoviridae. 
En células infectadas por este virus y en levaduras expresando sus proteínas no estructurales, 
se forman esférulas en el retículo endoplásmico (RE) similares a las descritas en plantas 
infectadas por el VBM. La parte interna de estas esférulas parece estar recubierta de la RpRd 
1a del VBM (Schwartz y cols., 2002). Este mecanismo de generación de esférulas podría ser 
común en la super-familia similar a alphavirus y sería interesante saber si la propuesta de la 
RpRd viral recubriéndolas es algo también común en otros virus de la super-familia. 
 
1.2.- Familia Flaviviridae. 
La replicación del virus Kunjin, que pertenece al género Flavivirus de la familia 
Flaviviridae, está asociada a la inducción y proliferación de estructuras membranosas 
citoplásmicas únicas y características (Murphy, 1980), que se ha propuesto que procedan de 
los compartimentos de la vía secretora temprana (Mackenzie, 2005). El modelo de formación 
de los RCs en flavivirus podría ser el siguiente (Westaway y cols., 2002): tras la traducción de 
la hebra de RNA a proteínas, la proteína NS5 se uniría al extremo 3´ de la molécula de 
RNA+. Entonces, NS2 y NS3 se unirían al complejo RNA-NS5, formando un pre-complejo 
replicativo. Este complejo se dirigiría a la cara citoplásmica de las membranas a las que se 
uniría gracias a la interacción con NS4A y NS2A, que sólo tiene lugar cuando el RNA está 
presente (Mackenzie y cols., 1998). En este punto, el complejo replicativo unido al RNA se 
envolvería en las membranas de las bolsas vesiculares (VP, del inglés "vesicle packets"), 
produciendo en su interior una replicación más eficiente y ocultándose de las defensas 
celulares. 
 
1.3.- Familia Picornaviridae. 
El ensamblaje del RC del virus de la polio y otros virus de la familia Picornaviridae, es 
un proceso complejo que conlleva un reconocimiento específico de membranas, seguido de 
interacciones proteína-proteína y RNA-proteína. Al mismo tiempo, se generan una serie de 
vesículas de doble membrana, en donde se ha propuesto que reside el lugar exacto de la 
replicación. Estas vesículas contienen componentes del RE, Golgi y lisosomas (Schlegel y 
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cols., 1996). El desarrollo de las vesículas inducidas por el virus de la polio podría estar 
asociado tanto a proteínas virales como celulares y para su formación existen dos modelos. 
Uno implicaría la inhibición por parte del virus de las rutas de secreción celulares, 
produciendo la acumulación de membranas derivadas del transporte anterógrado, implicando 
a las proteínas celulares ARF, COPI y COPII reguladas por la acción de las proteínas virales 
2C, 3A y 3CD (Mackenzie, 2005). El otro modelo, sugiere una posible participación de los 
estadíos tardíos de la ruta autofágica, debido a la localización de LC3 (una proteína marcadora 
de autofagosomas) y de proteínas lisosomales en los complejos replicativos del virus de la 
polio (Schlegel y cols., 1996; Jackson y cols., 2005; Wileman, 2006). Teniendo en cuenta que 
existen datos que apoyan los dos modelos, podría existir más de un mecanismo que produjera 
la formación de las vesículas de doble membrana, quizás implicando la combinación de 
ambos mecanismos (Mackenzie, 2005). 
 
1.4.- Familias Coronaviridae y Arteriviridae. 
Las familias Coronaviridae y Arteriviridae, pertenecen al orden Nidovirales. En el caso 
del virus de la arteritis equina, de la familia Arteriviridae, se ha observado mediante estudios 
de microscopía electrónica que los complejos replicativos de este virus localizan en vesículas 
de doble membrana de ~80 nm de diámetro (Pedersen y cols., 1999). Estas vesículas parecen 
estar formadas a partir de una protrusión de la cisterna del RE, ya que existen continuidades 
entre la membrana externa de las vesículas de doble membrana y las del RE, aunque también 
se ha propuesto un posible origen a partir de los autofagosomas (Pedersen y cols., 1999). Las 
regiones nsp2-nsp3 de la poliproteína del virus de la arteritis equina serían las responsables de 
generar estas vesículas (Snijder y cols., 2001). Los coronavirus también replican su genoma 
en vesículas de doble membrana (Gosert y cols., 2002). Estas vesículas son más grandes que 
las del virus de la arteritis de caballo (~200 nm de diámetro) y la doble membrana que las 
rodea se ha fusionado formando una tricapa lipídica. La RpRd y el RNA viral localizan en la 
superficie de las vesículas de doble membrana, donde tiene lugar la replicación del RNA. El 
origen de las vesículas de doble membrana no está claro, aunque se ha sugerido la 
participación de membranas del sistema de secreción y endosomal (Salonen y cols., 2005) y 
también se han relacionado con los autofagosomas (Prentice y cols., 2004). 
 
2.- Virus ssRNA- que replican su genoma en factorías virales en el citoplasma. 
Los virus ssRNA- contienen un genoma compuesto por RNA de cadena sencilla que 
codifica en el sentido contrario al del mRNA. Algunos virus ssRNA- que replican su genoma 
en el citoplasma también forman factorías virales similares a las de los ssRNA+, aunque sus 
complejos replicativos han sido menos estudiados. Entre las factorías virales descritas en el 
citoplasma de la célula infectada, encontramos las de los bunyavirus (Novoa y cols., 2005a) y 
rhabdovirus (Netherton y cols., 2007). Por otro lado, aunque existen modificaciones de las 
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membranas celulares durante la infección por arenavirus, no está claro que éstas sean 
verdaderas factorías virales (Netherton y cols., 2007). En teoría, los virus ssRNA- se 
beneficiarían de la misma forma que los ssRNA+ al replicar su genoma en estructuras 
membranosas, pero los mecanismos de generación de estas estructuras están muy poco 
definidos.  
 
2.1.- Familia Rhabdoviridae. 
Los viriones de la familia Rhabdoviridae presentan forma de bala con un tamaño de 180 
x 75 nm y contienen el genoma ssRNA-. A esta familia, pertenece el virus de la rabia, que en 
neuronas del cerebro infectadas induce la formación de los cuerpos de Negri (Jackson y cols., 
2001). Los cuerpos de Negri contienen subcompartimentos que por microscopía electrónica 
parece que podrían contener material citoplásmico (Matsumoto, 1970). Su función en el ciclo 
vital del virus no está clara, a pesar de que estudios iniciales de microscopía electrónica 
localizaron en su interior algunos viriones (Matsumoto y cols., 1974) y que estudios de 
tinción citológica demostraron que contienen material genético en su interior sugiriendo que 
fuesen los complejos replicativos. Sin embargo, marcajes con timina tritiada o uridina tritiada 
no marcaron estas estructuras, lo que iría en contra de dicha hipótesis (Matsumoto, 1970).  
 
2.2.- Familia Bunyaviridae. 
La familia Bunyaviridae se estableció formalmente en 1975 y actualmente está 
compuesta por cuatro géneros de virus que infectan animales (Orthobunyavirus, Phlebovirus, 
Nairovirus y Hantavirus) y uno que infecta plantas (Tospovirus) (Nichol y cols., 2005). La 
mayor parte de los virus de la familia son transmitidos por artrópodos siendo la excepción los 
virus del género Hantavirus, que se transmiten a través de roedores. Salanueva y cols., (2003) 
describieron unas estructuras tubulares formadas en el Golgi de células infectadas por el 
VBUN y entre otras posibles funciones, propusieron que podrían ser los RCs del virus (ver 
apartado "3.3.- Ciclo vital del VBUN" de la introducción). Por otro lado, Kukkonen y cols., 
(2004) describieron asociación a membranas de la polimerasa del hantavirus Tula. Por estos 
motivos, se ha propuesto que la replicación de los virus de esta familia está asociada a 
membranas citoplásmicas (Novoa y cols., 2005a). 
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3.- Virus Bunyamwera. 
El VBUN fue aislado por primera vez en Uganda durante un estudio de fiebre amarilla 
en 1943 a partir de mosquitos del género Aedes (Smithburn y cols., 1946) y pertenece al 
género Orthobunyavirus de la familia Bunyaviridae. Este género incluye una serie de 
patógenos que infectan tanto humanos como animales. Por ejemplo, el virus La Crosse 
(VLAC) causa encefalitis pediátrica severa y aproximadamente el 10% de los niños con 
síntomas clínicos desarrollan defectos cognitivos y de comportamiento a largo plazo 
(McJunkin y cols., 2001). Este virus puede llegar incluso a producir la muerte aunque en 
menos de un 1% de los casos. Por otro lado, el virus Oropouche ha sido responsable de varias 
epidemias a gran escala causando enfermedades febriles en Suramérica y en Europa y el 
bunyavirus Tahyna está ampliamente distribuido en Alemania, Italia, la antigua Yugoslavia y 
la república Checa (en la región de Moravia hasta un 20% de los pacientes hospitalizados con 
enfermedades febriles han sido infectados por este virus) (Elliott, 1997). Recientemente el 
virus Ngari se ha identificado como un recombinante del VBUN, que posee el segmento M 
del virus Batai. El virus Ngari está asociado con casos de fiebres hemorrágicas en Somalia y 
Kenia y con un brote de enfermedades febriles en Sudán (Briese y cols., 2006). Por otro lado, 
las infecciones del virus del valle Cache (en Norte América) y del virus Aino (en África, Asia 
y Australia) producen deformaciones en el feto y abortos en ovejas y en el ganado vacuno 
(Elliott, 1997). 
Otros virus de la familia también causan graves enfermedades, como por ejemplo el 
nairovirus de la fiebre hemorrágica de la península de Crimea-Congo, presente en África, 
Asia, y el este de Europa, cuyos síntomas son muy similares a los causados por el virus del 
Ébola. El phlebovirus del Valle del Rift presenta una serie de síntomas que van desde una 
enfermedad febril hasta daños en la retina y en un 1% de los casos incluso una fiebre 
hemorrágica fatal. Sin embargo, los virus más importantes de la familia en cuanto a la 
infección en humanos son los hantavirus. Estos producen principalmente dos tipos de 
síntomas. El primero son las fiebres hemorrágicas con síndrome renal, de los que hay 
aproximadamente unas 200.000 hospitalizaciones al año, la mitad en China, aunque también 
se localizan casos en otros países asiáticos, la península balcánica, Escandinavia y América. 
El porcentaje de infecciones graves con respecto al total de infecciones varía según el tipo de 
virus: mientras que los virus similares al virus Puumala tienen una tasa de infección grave 
menor del 0,1% de los casos totales, en los virus similares al Haantan ésta es del 15% de los 
casos. El segundo es el síndrome pulmonar de hantavirus: en 1993 se identificaron a los 
hantavirus como los responsables de una grave enfermedad que producía este síntoma en 
América, que presentó una mortalidad del 50% (Elliott, 1997). A pesar de los esfuerzos que se 
están realizando en el estudio de estos virus, todavía no existen vacunas. 
Los efectos citopáticos causados durante la infección por los miembros de la familia 
Bunyaviridae varían según el virus y el tipo celular estudiado. Los virus de todos los géneros 
excepto los del género Hantavirus, infectan tanto a vertebrados (o plantas en el caso de los 
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Tospovirus), en los que generalmente son citolíticos y producen un silenciamiento (en inglés 
"shut-off") de la síntesis celular de proteínas, como a artrópodos, en los que no presentan 
citopatogenicidad (Schmaljohn y Nichol, 2007) como ocurre en los demás arbovirus. Por 
ejemplo, al contrario que en el caso de mamífero, en las células de insecto infectadas por el 
orthobunyavirus Marituba, no se produce el silenciamiento de la síntesis de proteínas 
celulares (Carvalho y cols., 1986). Las diferencias en la citopatogenicidad causada en células 
de mamífero frente a las de insecto, podrían ser debidas a que no se produce acumulación del 
exceso de proteínas virales gracias a un procesamiento más eficiente de las mismas para 
formar viriones maduros (Newton y cols., 1981) o a una menor actividad de la polimerasa 
viral a la hora de proteolizar los extremos 5´ de los mRNA celulares necesarios para iniciar la 
síntesis del RNA mensajero (mRNA) viral (ver más adelante), alterando menos la síntesis de 
proteínas celulares (Rossier y cols., 1988). La proteína viral no estructural NSs también 
podría estar implicada en dichas diferencias (ver apartado "3.4.- Interacción con proteínas 
celulares" de la introducción). 
 
3.1.- Morfología viral. 
Los viriones de la familia Bunyaviridae son virus con envuelta que presentan un 
diámetro de entre 80 y 120 nm y en su superficie exponen las espículas o "spikes" formadas 
por las glicoproteínas, ancladas a una bicapa lipídica. Los viriones del VBUN contienen tres 
cadenas sencillas de RNA denominadas grande (L, del inglés, "large"), mediana (M, del 
inglés, "medium") y pequeña (S, del inglés, "small"), que forman el RNA viral (vRNA) 
(figura I2A). Mientras que Talmon y cols., (1987) describieron al VLAC por criomicroscopía 
electrónica como pleomórfico (figura I2B), Novoa y cols., (2005b) propusieron mediante 
estudios de microscopía electrónica que el virión maduro del VBUN podría tener simetría 
icosaédrica (figura I2C). Por otro lado, recientemente se han estudiado por tomografía 
electrónica (ET, del inglés, "electron tomography") tanto el virus Uukuniemi (Overby y cols., 
2008) como el virus de la fiebre del Valle del Rift (Freiberg y cols., 2008), ambos del género 
Phlebovirus. En estos estudios se ha observado que los dos virus son icosaédricos y presentan 
un número de triangulación T=12 en las partículas más regulares. Además, se ha observado 
que la conformación de las espículas del virus depende del pH, lo que podría explicar el 















Figura I2. Esquema, tinción negativa y sombreado metálico del VBUN y criomicroscopía del virus 
La Crosse. 
(A) Esquema del VBUN. Se muestran las glicoproteínas (Gc y Gn), la polimerasa (L), las nucleocápsidas 
(N), las ribonucleoproteínas (RNP) y los segmentos génicos S, M y L del vRNA. Modificado de 
http://www.expasy.ch/viralzone/all_by_species/82.html. (B) Criomicroscopía electrónica del VLAC. Se puede 
observar la alta heterogeneidad de tamaños de los mismos. Talmon y cols., (1987). (C) Tinción negativa con AU 
(izquierda) y sombreado metálico con tántalo (derecha) del VBUN. Los contornos y la superficie del virus 
muestran que el VBUN presenta un contorno angular compatible con una posible simetría icosaédrica y 
espículas definidas. Novoa y cols., (2005b). Barras 200 nm en (B); 100 nm en (C).  
 
3.2.- Genoma y proteínas. 
Los tres segmentos génicos del VBUN poseen extremos 3´ y 5´ complementarios 
(Schmaljohn y Nichol, 2007). A partir de imágenes de microscopía electrónica de RNA 
extraído de los viriones, se ha propuesto que esta complementariedad de los extremos produce 
estructuras con forma de mango de sartén o "panhandle" y que los RNAs adoptan estructuras 
circulares (Hewlett y cols., 1977). Los datos apuntan a que la estructura de "panhandle" es 
más importante que la secuencia del RNA, aunque la secuencia también juega un papel 
importante en la capacidad de activación del promotor (Kohl y cols., 2004a). Los segmentos 
de RNA interaccionan con la proteína N, formando RNPs que poseen una estructura 
helicoidal. Sólo las RNPs, no el RNA desnudo, funcionan como molde para la transcripción 
viral (Dunn y cols., 1995). Los extremos 5´ de los mRNAs de los virus de la familia 
Bunyaviridae contienen extremos 5´ cap procedentes de mRNAs citosólicos de la célula 
huésped (Bishop y cols., 1983), que actúan como iniciadores de la transcripción. La actividad 
endonucleasa necesaria para proteolizar los oligonucleótidos de los mRNAs celulares está 
asociada a la RpRd viral, denominada L (Patterson y cols., 1984a). El extremo 3´ de los 
mRNA virales está truncado con respecto al RNA complementario del vRNA (cRNA) 
Glicoproteínas 
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Segmento L Segmento S 
Segmento M 
(Patterson y cols., 1984b), por lo que no presentan cola de poli-A. Empleando un sistema 
reportero en segmentos S mutados, se localizó la señal de terminación de la transcripción en 
33 nucleótidos de la región 5´ no traducida del segmento S del VBUN. Motivos de 
terminación similares a los del segmento S se han observado en el segmento L, pero no en el 
M, por lo que se sugirió que este último no debería estar truncado (Barr y cols., 2006).  
En el género Orthobunyavirus, el segmento S codifica para dos pautas abiertas de 
lectura (ORFs, del inglés "open reading frame") solapantes en el cRNA que dan lugar a N y a 
la proteína no estructural NSs a partir de los codones de iniciación de cada una de las ORFs 
(Bishop y cols., 1982). El segmento M codifica para las glicoproteínas virales (Gc y Gn) y 
para la proteína NSm a partir de una sola ORF, en el orden Gn, NSm y Gc. Por último, el 
segmento L codifica para la RpRd viral a partir de una sola ORF (figura I3). 
N es la proteína viral más abundante en las células infectadas y juega varios papeles 
importantes durante la replicación viral (Schmaljohn y Nichol, 2007). Además de proteger al 
RNA de la degradación, interacciona con L, Gn y Gc, aunque los mecanismos de la 
interacción no se han definido. Se ha observado que la capacidad de N de oligomerizar es 
clave para su interacción con el RNA, siendo diferentes las características de esta 
oligomerización según el género al que pertenezca el virus a estudiar (Schmaljohn y Nichol, 
2007). En el caso de los Orthobunyavirus, parece que N multimeriza a través de la unión de 
proteínas individuales. Esta hipótesis está basada en experimentos de entrecruzamiento, que 
mostraron que la proteína N del VBUN era capaz de formar desde dímeros hasta estructuras 
multiméricas de alto peso molecular, con una preponderancia de tetrámeros (Leonard y cols., 
2005). 
La proteína no estructural NSs inhibe la síntesis del RNA del VBUN de una manera 
dependiente de la dosis en un sistema de mini-replicones (Weber y cols., 2001). Los 
resultados de este estudio, sugirieron una función en la regulación de la actividad de la RpRd 
viral. Además de la posible función en las fases iniciales de la replicación, NSs tiene un papel 





Figura I3. Genoma del VBUN. 
El genoma del VBUN está compuesto por tres segmentos ssRNA-. El segmento S codifica para la 
proteína de la nucleocápsida (N) y para la proteína no estructural NSs, el segmento M para las glicoproteínas 




papel en la infección viral como antagonista del interferón (ver apartado "3.4.- Interacción 
con proteínas celulares" de la introducción). 
Las glicoproteínas virales Gc y Gn están precedidas por un péptido señal, por lo que 
seguramente la proteolización de la poliproteína precursora lo realice una proteína celular 
(Fazakerley y Ross, 1989). Ambas proteínas son modificadas mediante la adición de 
oligosacáridos que se unen a asparaginas en sus formas maduras (Pesonen y cols., 1982). Los 
azúcares que modifican a Gc no son esenciales para la morfogénesis del VBUN, pero 
contribuyen a la eficiencia de la infección viral, mientras que los que se añaden a Gn sí son 
esenciales: la mutación del nucleótido glicosilado resulta en un mal ensamblaje de la proteína 
e impide el transporte tanto de Gc como de Gn al complejo de Golgi (Shi y cols., 2005). La 
glicosilación de estas proteínas también está relacionada con la maduración del virus en el 
Golgi (Novoa y cols., 2005b) como será comentado más adelante. Los dominios 
citoplásmicos de ambas glicoproteínas tienen un papel importante en la fusión de la 
membrana del virus con la del lisosoma durante su entrada en la célula y en el ensamblaje y 
morfogénesis viral (Shi y cols., 2007). 
El segmento M también codifica para la proteína NSm. El estudio de su secuencia 
sugiere que posee dominios transmembrana y su expresión está localizada en el Golgi, al 
igual que la de Gc y Gn (Nakitare y Elliott, 1993). Nakitare y Elliott, (1993) sugirieron que 
NSm podría estar implicada en la morfogénesis viral y mediante estudios de deleción parcial 
se ha confirmado que el dominio N-ternimal de NSm es necesario para dicho proceso (Shi y 
cols., 2006). Además, la función de la proteína NSm en los tospovirus ha sido determinada 
mediante procesos de fraccionamiento subcelular y secciones ultrafinas de microscopía 
electrónica, en los que se ha observado que NSm está presente en las fracciones que contienen 
la pared celular y que está asociada a agregados de N y a los plasmodesmos (Kormelink y 
cols., 1992). La expresión de NSm en protoplastos mostró que la proteína primero localiza 
cerca de la superficie celular y que posteriormente forma estructuras tubulares protrusionando 
de la superficie celular. En tejidos de hojas, los túbulos aparecen sólo asociados a los 
plasmodesmos (Storms y cols., 1995). Estos datos son característicos de proteínas implicadas 
en el movimiento de RNPs entre células a través de las paredes celulares en plantas infectadas 
(Schmaljohn y Nichol, 2007). En varios estudios, se ha demostrado que NSm tiene otras 
características de proteínas implicadas en el movimiento de las RNPs entre células en plantas, 
incluyendo homologías de secuencia, expresión a tiempos tempranos de infección y capacidad 
de unión al RNA. Además, la prueba experimental de esta hipótesis se obtuvo cuando se 
observó que NSm del virus del bronceado del tomate (en inglés "tomato spotted wilt virus") 
era capaz de complementar el movimiento entre células de RNPs de un virus del mosaico de 
tabaco defectivo en movimiento (Lewandowski y Adkins, 2005). 
La función de L como una RpRd se confirmó experimentalmente expresándola partir de 
virus vaccinia recombinantes para transcribir RNPs de orthobunyavirus (Jin y Elliott, 1993). L 
realiza también las funciones de transcriptasa, endonucleasa, replicasa y probablemente de 
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helicasa necesarias para la síntesis del mRNA viral iniciado por los extremos 5´ cap celulares 
y para la síntesis del vRNA sin iniciador a partir del cRNA. Su actividad endonucleasa y su 
capacidad de generar los extremos 5´ cap necesarios para la transcripción se demostró in vitro 
expresando la proteína L del VBUN (Jin y Elliott, 1993). Aunque no se conoce la estructura 
de esta proteína, se han observado características comunes a otras polimerasas de otros virus 
(Kukkonen y cols., 2005). La estructura general de estas polimerasas se compara con una 
mano derecha y contiene los dominios pulgar, palma y dedos. Mediante análisis de secuencia, 
se ha demostrado la presencia de cuatro dominios conservados en las polimerasas de la 
familia Bunyaviridae (Jonsson y Schmaljohn, 2001).  
 
3.3.- Ciclo vital. 
Los virus de la familia Bunyaviridae entran en la célula huésped de forma similar a 
como está descrito para otros virus con envuelta. En el caso de la adhesión de los 
orthobunyavirus a células de mamífero parece que Gc es la principal proteína de unión, 
teniendo en cuenta que la expresión de los productos del segmento M de tres virus del género 
demostraron que Gc y no Gn producían la adhesión y entrada (Plassmeyer y cols., 2005). 
También se ha observado que la proteolización de Gc y no de Gn producía una mayor unión 
del virus en células de insecto y menor en células de mamífero (Ludwig y cols., 1989), lo que 
apoya la hipótesis de un posible papel de Gn en la adhesión a las células de insecto. Por lo 
tanto, Gc debe estar implicada en la unión del virus a células de mamífero, mientras que Gn 
debe estar implicada en la unión a células de insecto. El receptor celular con el que 
interaccionan los virus de la familia no se ha identificado, pero se ha visto que algunos 
hantavirus interaccionan con las integrinas β3 y β1 para su entrada en las células endoteliales 
(Gavrilovskaya y cols., 1999). 
Inmediatamente después de la adhesión los virus de los géneros Phlebovirus y 
Nairovirus se localizan en vacuolas fagocíticas (Ellis y cols., 1988; Rwambo y cols., 1996). 
En el caso del hantavirus Hantaan (VHTN), se ha demostrado la importancia de la ruta 
endocítica para la entrada del virus al inhibir la infección viral empleando drogas inhibidoras 
de la vía endocítica de la célula y al observar co-localización de clatrina y proteínas del 
VHTN en estudios de microscopía confocal. Después de la endocitosis, el VHTN debe ser 
transportado a compartimentos acídicos para ser infectivo, lo que se comprobó al inhibir la 
infectividad viral después de tratar las células con cloruro amónico, que evita la acidificación 
de los lisosomas. Esta inhibición de la infección con cloruro amónico también se ha 
observado en el orthobunyavirus de la encefalitis de California (Hacker y Hardy 1997). De 
esta forma, la acidificación de las vesículas en las que se encuentra el virus, promovería un 
cambio conformacional de Gc y/o Gn, que facilitaría la fusión de las membranas viral y 
celular permitiendo al genoma y a la RpRd virales acceder al citoplasma (Gonzalez-Scarano y 
cols., 1984). Aunque no está comprobado, se piensa que es Gc la responsable de esta función, 
ya que estudios de predicción de estructura han localizado en Gc zonas similares a las 
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proteínas de fusión de clase II identificadas en virus de las familias Togaviridae y 
Flaviviridae (Garry y Garry, 2004) y se ha obtenido evidencia experimental de este hecho en 
orthobunyavirus mediante ensayos de sensibilidad a proteasa y estudios de unión a 
anticuerpos, que sugieren un cambio conformacional de Gc a bajo pH (González-Scarano y 
cols., 1985). Para que pueda ocurrir este cambio, sería necesaria la interacción con Gn 
(Jacoby y cols., 1993). 
Después de liberar el genoma viral, tiene lugar la transcripción del vRNA a mRNA 
gracias a la interacción entre la proteína L y las RNPs presentes en el virión. Recientemente se 
ha observado que N facilita la iniciación de la transcripción gracias a su interacción con el 
extremo 5´ del RNA, que rompería la estructura de "panhandle" y dejaría libre el extremo 3´ 
para su interacción con L (Mir y Panganiban, 2006). El lugar de síntesis del RNA no ha sido 
definido claramente. Sin embargo, teniendo en cuenta que sólo L y N son necesarias para la 
síntesis del RNA, la localización de estas dos proteínas debería corresponder con el sitio de 
síntesis del RNA (Dunn y cols., 1995). El hecho de que la proteína N (o N y L) de algunos 
nairovirus y hantavirus localice en la zona perinuclear y que se asocie con membranas 
perinucleares (Kukkonen y cols., 2004), sugirió una posible asociación a membranas 
citoplásmicas para la replicación del RNA como ocurre con los virus ssRNA+. 
Las proteínas virales son sintetizadas rápidamente después de la infección, 
traduciéndose los mRNAs de los segmentos S y L en ribosomas libres en el citoplasma, y el 
de M en ribosomas unidos al RE. Una vez sintetizadas Gc y Gn, éstas se dirigen al aparato de 
Golgi en ausencia de otras proteínas virales para generar los sitios de ensamblaje. Cuando se 
expresan de forma individual, Gn sí que es capaz de salir del RE, pero Gc no (Lappin y cols., 
1994), aunque para un transporte eficiente es necesaria la interacción entre Gc y Gn. La señal 
de retención en Golgi de Gn localiza en su dominio transmembrana (Shi y cols., 2004). 
Para el cambio de transcripción a replicación es necesario que algún factor viral o 
celular suprima el efecto del factor de terminación de la transcripción responsable de la 
generación del mRNA truncado y además prevenga la adición de los extremos 5´ celulares, 
produciendo de esta forma vRNA completo. Aunque este cambio no está completamente 
definido para ningún miembro de la familia, se sabe que requiere la síntesis de nuevas 
proteínas, puesto que la cicloheximida, droga que inhibe la síntesis de proteínas, inhibe la 
replicación viral. A pesar de que no está probado, está propuesto que N cumpla una función 
en la replicación del genoma viral, como ocurre en otros virus RNA de cadena negativa como 
el virus de la rabia, el virus de la estomatitis vesicular (ambos de la familia Rhabdoviridae) o 
el virus Sendai (familia Paramyxoviridae). Para estos virus, la interacción con N podría tener 
un efecto anti-terminación, permitiendo la síntesis del vRNA completo (Schmaljohn y Nichol, 
2007). El proceso de replicación y transcripción de los virus del género Orthobunyavirus está 
esquematizado en la figura I4. 
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Figura I4. Transcripción y replicación de los virus del género Orthobunyavirus. 
(A) La transcripción del mRNA viral está precedida por la proteólisis del extremo 5´ de los mRNAs celulares. (B) 
Los extremos procesados en (A) sirven como iniciadores de la síntesis del mRNA viral. Existe una señal de terminación de la 
transcripción (V) cerca del extremo 5´ del vRNA viral. (C) La replicación del vRNA para generar cRNA (o del cRNA a 
vRNA) es independiente del extremo 5´ cap procedente del mRNA celular. Modificado de Schmaljohn y Nichol, (2007). 
 
Las señales de la encapsidación del vRNA se han localizado en los extremos 3´ y 5´ 
(Lowen y Elliott, 2005). Análisis de mutaciones de estas regiones del VBUN revelaron una 
secuencia conservada de entre 20-33 nucleótidos en el extremo 5´ del vRNA, crítica para el 
empaquetamiento (Kohl y cols., 2006). El empaquetamiento de los mini replicones de S, M y 
L, parece tener diferentes eficiencias en cada caso y es independiente de cada uno, lo que 
sugiere que debe existir algún mecanismo de regulación del ensamblaje viral que asegure el 
empaquetamiento de los tres segmentos genómicos (Kohl y cols., 2006). Los viriones deben 
contener por lo menos una copia de cada segmento de RNA para ser infectivos. Sin embargo, 
no siempre se incorpora la misma cantidad de RNPs en la partícula viral, lo que podría ser una 
posible explicación a las diferencias de tamaño observadas en los viriones por microscopía 
electrónica (Talmon y cols., 1987; Novoa y cols., 2005b). Además de ensamblar el vRNA, los 
virus de los géneros Phlebovirus y Tospovirus, encapsidan pequeñas cantidades de cRNA 
(Simons y cols., 1990). En el caso del orthobunyavirus VLAC, éste encapsida cRNA en los 
viriones generados en células de insecto, pero no en los generados en células de mamífero 
(Raju y Kolakofsky, 1989).  
En nuestro laboratorio hemos caracterizado tanto el proceso de morfogénesis del VBUN 
que tiene lugar en el Golgi (el sitio de ensamblaje viral) como la factoría viral formada a su 
alrededor. En esta factoría se observa un reclutamiento de mitocondrias alrededor del Golgi y 
conexiones entre estos orgánulos a tiempos tempranos de la infección (Salanueva y cols., 
2003). La factoría viral del VBUN puede estudiarse tanto por microscopía confocal (figuras 
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I5A y B) como por microscopía electrónica (figuras I5C y D), apreciándose una 
reorganización de los orgánulos celulares hacia la región perinuclear. 
Con respecto al proceso de morfogénesis viral, Salanueva y cols., (2003) describieron 
por microscopía electrónica dos intermediarios de la maduración, inicialmente denominados 
virus intracelular anular (via; figura I5E) y virus intracelular denso (vid; figura I5F), debido a 
las densidades internas que presentaban en secciones ultrafinas. Además, definieron dos pasos 
importantes en el proceso de maduración. El primero de ellos tiene lugar en la zona trans del 
Golgi, donde los via se transforman en vid. El segundo cambio estructural tiene lugar en la 
salida del virus de las células, en donde las espículas características de los virus extracelulares 
(ve; figura I5G) se hacen patentes. En Novoa y cols., (2005b), la purificación de los virus 
intra y extracelulares, permitió la caracterización de los intermediaros del ensamblaje viral y 
la determinación del estado de la glicosilación de las glicoproteínas virales. Gracias a este 
estudio, se observó que los via precedían en la ruta morfogenética a los vid (que pasaron a 
denominarse respectivamente virus intracelular tipo I y virus intracelular tipo II) y que el 
cambio estructural entre ambos dependía de la adquisición de azúcares complejos por parte de 
las glicoproteínas virales. 
En Salanueva y cols., (2003) también se observó durante la infección el ensamblaje en 
el Golgi de unos tubos que aparecían a tiempos tempranos de la infección (figura I5H) y en 
cantidades relativamente fijas de 2 ó 3 por cisterna (figura I5I). En este trabajo, se demostró 
además que los tubos tenían un origen viral mediante inmunomarcaje con anti-VBUN in situ, 
que conectaban frecuentemente con mitocondrias (figura I5J) y que presentaban aperturas al 
citoplasma (figura I5K). Por estos motivos se sugirió que debían desarrollar un papel en el 
ciclo vital del virus. Como posibles funciones se propuso que podían ser complejos 
replicativos del virus, estructuras intermedias del ensamblaje viral o estructuras de 
comunicación entre los orgánulos de la factoría del VBUN. 
 
3.4.- Interacción con proteínas celulares. 
Aparte de la necesidad de la interacción con iniciadores celulares para comenzar la 
síntesis del mRNA, se conoce poco acerca de la participación de otros factores celulares en la 
replicación de bunyavirus (Schmaljohn y Nichol, 2007). Por ejemplo, actualmente sólo está 
descrito un posible factor de transcripción. Este factor es una proteína de transcripción del 
principal insecto vector del virus del bronceado del tomate de ~40 kDa que interacciona con 
la RdRp del virus a través de su extremo carboxilo terminal y con el vRNA a través del 
extremo amino terminal (de Medeiros y cols., 2005). La expresión de este factor de 
transcripción en las células de mamífero es suficiente para hacerlas permisivas al virus. 
Aunque no se han encontrado factores celulares asociados a la transcripción para los 
bunyavirus que infectan mamíferos, no se puede descartar su existencia (Schmaljohn y 
Nichol, 2007).  






Figura I5. Formación de la factoría viral, intermediarios morfogenéticos, curva de crecimiento de 
las diferentes formas virales y tubos virales producidos durante la infección del VBUN. 
(A y B) Imágenes de microscopía de fluorescencia en la que se observa la distribución de las mitocondrias (marcadas 
con mitotracker, verde) en células BHK-21 control (A) y células BHK-21 infectadas con el VBUN (B). En las células 
infectadas el Golgi (rojo, marcado con un anticuerpo primario anti-gigantina y un anicuerpo secundario conjugado con una 
sonda fluorescente) localiza en la región perinuclear y las mitocondrias a su alrededor. (C a G e I a K) secciones ultrafinas de 
células BHK-21 incluidas en epoxy resina EML-812 y estudiadas por microscopía electrónica de transmisión. (C y D) Los 
orgánulos celulares (RER, retículo endoplásmico rugoso; mi, mitocondria) pasan de estar distribuidos por toda la célula en 
células control (C) a localizarse en la región perinuclear (flechas) en células infectadas (D), dejando "vacías" las zonas 
periféricas (asteriscos). (E a G) secciones de células criosustituidas. (E) virus intracelular anular (via) o virus intracelular tipo 
I. (F) virus intracelular denso (vid) o virus intracelular tipo II. (G) virus extracelular (ve). (H) Recuento de los diferentes 
ensamblados virales a distintos tiempos post-infección. Puede apreciarse que los tubos virales aparecen a las 5 h p.i. y se 
mantiene su número a partir de las 7 h p.i. (asteriscos). Se contaron 25 células infectadas para cada tiempo p.i. excepto a 5 h 
p.i. que se estudiaron 50 células. (I) Los tubos virales (flechas y dobles puntas de flecha blancas) localizan en las membranas 
del Golgi (G), donde también se pueden apreciar virus intracelulares (v) y arcos de tubo (punta de flecha blanca). (J) Los 
tubos virales contactan (flechas) con las mitocondrias (mi), estableciendo contactos entre ellas y el Golgi (G). (K) Los tubos 
virales (flechas) presentan aperturas al citoplasma (puntas de flecha negras). Barras: 0,5 µm en C; 1 µm en D; 100 nm en E a 
G, J y K; 200 nm en I. (A a D) Novoa y cols., (2005a); (E a K) Salanueva y cols., (2003). 
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La proteína N, tanto del nairovirus de la fiebre hemorrágica de la península de Crimea-
Congo como del hantavirus del canal "Black Creek", ha sido observada en la zona perinuclear 
de la célula infectada interaccionando con la actina (Ravkov y Compans, 2001; Andersson y 
cols., 2004). La desorganización del citoesqueleto de actina con citocalasina-D, produce una 
reducción en el ensamblaje de partículas infectivas, sugiriendo un papel de la actina en el 
transporte de N a la zona de ensamblaje viral. La proteína N del VLAC también interacciona 
con MxA, una proteína celular inducida por el interferón con funciones en el tráfico 
intracelular. La unión de MxA con N, que localiza en complejos citoplásmicos perinucleares 
asociados a membranas, inhibiría la replicación viral impidiendo la participación de N en la 
misma (Kochs y cols., 2002). 
La proteína no estructural NSs del VBUN, también interacciona con diversos 
mecanismos celulares de respuesta a la infección viral. Por ejemplo, es un antagonista del 
interferón, que se produce como una respuesta antiviral de la célula (Bridgen y cols., 2001). 
Además, NSs inhibe la fosforilación del dominio carboxilo terminal del complejo de la RNA 
polimerasa II celular, produciendo una reducción de la síntesis del mRNA, y por lo tanto de 
las proteínas celulares (Kohl y cols, 2003). Este efecto se produce sólo en células de 
mamífero, no en las de insecto, por lo que podría estar relacionado con la diferencia entre la 
infección lítica en células de mamífero y la persistente en células de insecto (Kohl y cols., 
2004b). En relación con la apoptosis, existen datos que sugieren tanto una activación como 
una inhibición de la misma a través de NSs. Por un lado, está descrito que NSs del VBUN 
retrasa la apoptosis de forma independiente a la respuesta del interferón, seguramente 
inhibiendo el efecto del factor-3 de regulación del interferón (Kohl y cols, 2003), pero por 
otro en el VLAC, NSs inhibe la traducción celular y activa las caspasas celulares que 
provocan la apoptosis celular (Shi, 2002), con un efecto similar al producido por Reaper, una 
proteína capaz de unirse a los inhibidores de la apoptosis que controlan la actividad de las 
caspasas (Colon-Ramos y cols., 2003). Por último, durante la infección con el VLAC también 
se ha descrito la inhibición de los mecanismos de RNA interferente mediada por NSs 
(Schmaljohn y Nichol, 2007). 
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4.- Virus Rubella. 
El VRUB pertenece a la familia Togaviridae, compuesta por virus ssRNA+ (Kuhn, 
2007). Actualmente la familia está dividida en dos géneros, Alphavirus y Rubivirus. El género 
Alphavirus contiene alrededor de 40 especies de virus reconocidos transmitidos 
principalmente por vectores artrópodos. Son responsables de varias enfermedades que afectan 
a humanos y a otros animales provocando encefalitis, artritis, fiebre, erupciones y artralgia y 
la gravedad de las enfermedades causadas en algunos casos es significativa. El virus tipo de 
este género es el virus Sindbis. Este virus ha sido muy estudiado, debido a la facilidad con la 
que crece en células en cultivo. Por otro lado, el género Rubivirus está compuesto únicamente 
por el VRUB, el agente causal de la rubéola, una enfermedad para la que existe vacuna y que 
por lo general sólo causa erupciones de corta duración. El impacto principal del VRUB en 
humanos está debido a su efecto teratogénico: si la madre es infectada durante los tres 
primeros meses de embarazo (infección "in utero") se pueden producir graves 
malformaciones en el feto, causando el síndrome congénito de rubella (SCR; Lee y Bowden, 
2000). Los principales defectos de este síndrome están asociados a los ojos, oídos, cerebro, 
corazón, hígado, bazo y el sistema endocrino y los órganos afectados presentan una reducción 
de tamaño y una reducción en el número de células que los forman (Adamo y cols., 2008).  
La mayor parte de las vacunas autorizadas actualmente en el mundo utilizan la cepa 
RA27/3 del VRUB vivo atenuado mediante pases en células diploides humanas. El principal 
objetivo de la vacunación es prevenir la aparición del SCR. Para ello, la Organización 
Mundial de la Salud recomienda dos métodos: a) la prevención únicamente del SCR mediante 
la inmunización de las muchachas adolescentes y/o las mujeres en edad de procrear; o b) la 
eliminación del VRUB, así como del SCR, mediante la vacunación universal de los lactantes 
y niños pequeños (con o sin campañas masivas) y su vigilancia, y garantizando la inmunidad 
de las mujeres en edad de procrear (Organización Mundial de la Salud, http://www.who.int/ 
immunization/topics/rubella/en/index.html). En general, los efectos adversos de la vacuna 
RA27/3 son benignos, sobre todo en los niños. Los efectos adversos más frecuentes son dolor, 
enrojecimiento y endurecimiento en el lugar de la inyección. También se informa con 
frecuencia de fiebre y erupción ligeras, linfadenopatía, mialgia y parestesia. Los síntomas 
articulares suelen ser raros en los niños (0%-3%) y en los hombres, pero frecuentes en las 
adolescentes y las mujeres adultas vacunadas; se trata de artralgias (25%) y artritis (10%) que 
suelen durar de unos días a dos semanas (Organización Mundial de la Salud, 
http://www.who.int/immunization/topics/rubella/en/index.html). Gracias a los programas de 
vacunación, actualmente la distribución mundial del VRUB se encuentra muy reducida, pero 
sigue siendo un agente endémico en la mayor parte de los países en vías de desarrollo y está 
resurgiendo en los países desarrollados debido a corrientes migratorias (Robinson y cols., 
2006). 
Históricamente se ha asumido que el ciclo vital del VRUB era muy similar al de los 
alphavirus. Sin embargo, gracias a estudios de homología de secuencia se ha propuesto que el 
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VRUB se originó gracias a la recombinación del genoma de diferentes virus que incluyen 
alphavirus, el virus de la hepatitis E humana y posiblemente virus de plantas (Frey y 
Wolinsky, 1999). Teniendo esto en cuenta, hoy en día está claro que el VRUB es 
sensiblemente diferente de los alphavirus, a pesar de que comparten estrategias similares en 
cuanto a la codificación de su genoma y a los procesos de replicación (Frey, 1994; Strauss y 
Strauss, 1994). Algunas diferencias son que el VRUB se ensambla en las membranas del 
aparato de Golgi, mientras que los alphavirus lo hacen en la membrana plasmática, que la 
cápsida del VRUB no posee actividad autoproteasa, mientras que la de los alphavirus sí y que 
el ensamblaje de la nucleocápsida del VRUB está asociada a membranas y sincronizada con 
la gemación viral, mientras que la de los alphavirus es independiente de ambas. 
 
4.1.- Morfología viral. 
Los viriones del VRUB, contienen una nucleocápsida electrón-densa rodeada de una 
envuelta. La nucleocápsida, de unos 30-40 nm de diámetro, está compuesta por una sola 
molécula de RNA genómico rodeada por múltiples copias de la cápsida (C) en forma de 
homodímeros unidos por puentes disulfuro (figura I6A). En el caso de los alphavirus está 
descrito que las nucleocápsidas presentan una simetría icosaédrica con número de 
triangulación T=4. Para el VRUB se ha propuesto que las nucleocápsidas presentan una 
simetría icosaédrica con un número de triangulación T=3 mediante análisis de secciones 
ultrafinas (Matsumoto e Higashi, 1974). Por microscopía electrónica de transmisión los 
viriones del VRUB tienen un diámetro de unos 61 nm (figura I6B; Murphy y cols., 1968a) y 
las partículas virales pueden verse gemando del Golgi. En ambos géneros entre la 
nucleocápsida y la envuelta, existe una zona poco electrón-densa, con apariencia de una toga 
romana que da el nombre a la familia. Esta característica puede observarse tras procesar los 
virus mediante criosustitución e inclusión en resina (figura I6C; Risco y cols., 2003). Las 
glicoproteínas del virus presentan espículas que se prolongan unos 6 a 8 nm de la envuelta 
(Trudel y cols., 1980).  
 
4.2.- Genoma y proteínas. 
El genoma del VRUB está compuesto por una única molécula de RNA en el sentido del 
mRNA de aproximadamente 10 kb. El extremo 5´ posee una 7-metil-guanosina (extremo 5´ 
cap) (Oker-Blom y cols., 1984) mientras que el 3´ presenta una cola de poli-A (Wang y cols., 
1994). El genoma codifica para dos ORFs. Las dos terceras partes 5´ del genoma (la ORF no 
estructural) codifican para las proteínas no estructurales (P150 y P90) que se traducen a partir 
del RNA genómico. Por otro lado, el extremo 3´ codifica para las proteínas estructurales, las 
dos glicoproteínas (E1 y E2) y C, y son traducidas a partir del RNA subgenómico (Frey, 
1994). Los dos extremos no traducidos, tanto el 5´ como el 3´ del genoma del VRUB forman  
 















Figura I6. Esquema, tinción negativa y sección ultrafina del VRUB. 
(A) Esquema del VRUB. Se muestra el RNA genómico, la cápsida viral (C) y las glicoproteínas virales. 
Modificado de http://www.expasy.ch/viralzone/all_by_species/626.html. (B) Tinción negativa estudiada por 
microscopía electrónica de transmisión de un grupo de virus extracelulares del VRUB (http://en.wikipedia.org/ 
wiki/File:Rubella_virus_TEM_B82-0203_lores.jpg). (C) Sección ultrafina estudiada por microscopía electrónica 
de transmisión de un virus extracelular procesado por criosustitución (Risco y cols., 2003). Barras 60 nm. 
 
estructuras secundarias implicadas en la transcripción y traducción (Hobman y Chantler, 
2007). 
La ORF 5´ se traduce en una poliproteína, P200, que gracias a su actividad auto-
proteasa se proteoliza en las subunidades de la RpRd viral P150 y P90 (Liang y cols., 2000). 
En la proteína P150 se encuentra la actividad proteasa responsable del procesamiento 
proteolítico del polipéptido, esencial para la replicación del virus (Hobman y Chantler, 2007) 
y el dominio X, una secuencia que presenta homología con las proteínas no estructurales de 
otros virus de la familia Togaviridae, con los coronavirus y con el virus de la hepatitis E (van 
der Heijden y Bol, 2002), para la que está propuesta una función en la proteolización en trans 
por parte de la proteasa viral y que parece ser importante en la replicación de los alphavirus 
(Hahn y cols., 1989). El dominio Y y un dominio rico en prolinas, ambos de función 
desconocida, también localizan en P150. Por otro lado, P90 codifica para los dominios 
helicasa y replicasa. Mientras que P200 es la responsable de la replicación del RNA negativo, 
el complejo P150/P90 lo es del RNA positivo (tanto genómico como subgenómico). De esta 
manera, el paso de sintetizar RNA negativo a sintetizar RNA positivo está regulado por la 
proteólisis de P200 a P150/P90, que no sólo activa la producción del RNA positivo, sino que 
además inhibe la del RNA negativo (Liang y Gilliam, 2001). La localización de las proteínas 
RNA genómico 










no estructurales del VRUB ha sido menos estudiada que la de las proteínas estructurales, 
debido a que están presentes a bajas concentraciones en la célula infectada. Sin embargo, está 
descrito que P150 se asocia a estructuras filamentosas que corresponderían con los sitios de 
síntesis del RNA (Kujala y cols., 1999) y que P90 localiza en el citoplasma concentrada en 
puntos discretos (Atreya y cols., 2004a). 
Por otro lado, las proteínas estructurales son sintetizadas a partir del RNA subgenómico 
de 24 S que se transcribe en un precursor polipeptídico de 110-kDa que codifica en este orden 
para las proteínas C, E2 y E1. Este precursor es procesado por una proteasa celular del lumen 
del RE (Suomalainen y cols., 1990; Marr y cols., 1991), dando lugar a las proteínas 
estructurales. C es una proteína asociada a las membranas celulares gracias a que retiene la 
secuencia señal de E2 (Suomalainen y cols., 1990). Esta proteína contiene 300 amino ácidos y 
es rica en residuos de arginina sobre todo en el extremo amino-terminal, lo que le confiere una 
carga global positiva (Frey, 1994), que podría facilitar la interacción con el RNA para formar 
la nucleocápsida viral. Durante el ensamblaje, C homo-oligomeriza mediante la formación de 
puentes disulfuro (Baron y Forsell, 1991) e interacciona con los dominios citoplásmicos de E1 
y E2 a través de su extremo carboxilo terminal (Law y cols., 2001). También interacciona con 
el RNA genómico en un proceso que parece depender de la fosforilación de C (Law y cols., 
2006): la fosforilación de C regula negativamente su unión con el RNA, lo que serviría para 
retrasar el ensamblaje de la cápsida hasta que hubiese suficiente glicoproteína en las zonas de 
ensamblaje, o para evitar uniones inespecíficas con RNAs celulares. A tiempos tardíos de 
replicación, la cápsida se de-fosforilaría, comenzando el proceso de ensamblaje. Por el 
contrario, durante la entrada del virus en la célula una kinasa celular todavía desconocida sería 
la responsable de la fosforilación de la cápsida, desestabilizando la nucleocápsida, lo que 
posibilitaría el acceso de los ribosomas al RNA genómico (Law y cols., 2006). Además de las 
funciones relacionadas con el ensamblaje de la nucleocápsida, C juega un papel importante en 
la regulación de la replicación viral. Por ejemplo, es capaz de rescatar una deleción entre dos 
sitios de restricción NotI (Tzeng y Frey, 2003), posiblemente porque tanto C como el dominio 
NotI de P150 comparten funciones redundantes en fases iniciales de la replicación del RNA 
viral (Tzeng y cols., 2006). También está relacionada en la modulación de la síntesis del RNA 
genómico y subgenómico (Tzeng y Frey, 2005): en ausencia de C, el ratio de RNA genómico 
frente al RNA subgenómico es sustancialmente menor. Además, C es capaz de inhibir o 
activar la replicación del RNA del VRUB (Chen e Icenogle, 2004). De esta forma, cuando los 
niveles de RNA son bajos, C estimularía la replicación viral, mientras que si son altos la 
inhibiría, regulando los procesos de replicación y de ensamblaje viral. C localiza 
principalmente en el aparato de Golgi para desempeñar su función relacionada con el 
ensamblaje viral (Baron y cols., 1992), pero el hecho de que tenga múltiples funciones, 
explica también su presencia en diferentes localizaciones intracelulares. En ausencia de E1 y 
E2, C se asocia principalmente con el RE, sitio donde se sintetiza (Baron y cols., 1992). 
También se ha localizado en las mitocondrias (Beatch y Hobman, 2000) y en las CPVs (Lee y 
cols., 1999), llegando a observarse co-localización de C con P150 (Kujala y cols., 1999). Por 
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el contrario, ni E1 ni E2 han llegado a localizarse en las CPVs, lo que sugiriere que no 
desempeñan ninguna función no estructural (Hobman y Chantler, 2007). 
E2 y E1 son proteínas de membrana tipo I, que dimerizan para formar las espículas del 
virus. Las principales funciones de las espículas son la unión de los receptores de la célula 
huésped y mediar en la fusión de membranas durante la entrada del virus a la célula (Katow y 
Sugiura, 1988): para ello, E2 y E1 heterodimerizan en el RE y son transportadas como un 
complejo al aparato de Golgi donde median la gemación intracelular del virus (Baron y 
Forsell, 1991). E2 está compuesta por 282 aminoácidos y en su extremo carboxilo posee un 
dominio transmembrana y el péptido señal de E1 (Baron y cols., 1992) que media la 
translocación de E2 al RE (Hobman y Gillam, 1989). E1 posee 481 aminoácidos y en el 
extremo amino-terminal posee un péptido señal que posibilita la translocación de E1 al RE y 
posee una secuencia de aminoácidos hidrofóbicos en el extremo carboxilo que media la 
asociación a membranas (Hobman y cols., 1988). También posee una cola citosólica de 13 
aminoácidos en su extremo carboxi-terminal (Hobman y Chantler, 2007). Ambas proteínas 
son glicosiladas y palmitoiladas antes del ensamblaje viral (Hobman y cols., 1990). El 
esquema de la organización y expresión del genoma del VRUB está representado en la figura 
I7. 
 
4.3.- Ciclo vital. 
La adhesión del virus a la célula es rápida, pero todavía no se ha determinado el 
receptor celular para el VRUB (Hobman y Chantler, 2007). Sí se sabe que los lípidos son 
importantes para la unión del virus, puesto que tratamientos con fosfolipasas reducen la 
infectividad viral (Mastromarino y cols., 1990). Después de la unión, el virus entra en la 
célula por un mecanismo de endocitosis mediada por receptor (Petruzzielo y cols., 1996) y 
parece que el bajo pH del endosoma induce la fusión de la membrana viral con la celular y la 
liberación del genoma viral de la nucleocápsida (Katow y Sugiura, 1988). 
El sitio de replicación viral del VRUB, al igual que el del resto de los virus ssRNA+ 
conocidos (Miller y Krijnse-Locker, 2008), está asociado a membranas y concretamente, 
como los virus de la familia Togaviridae, a orgánulos de origen endo-lisosomal denominados 
CPVs (figura I8; Froshauer y cols., 1988; Lee y cols., 1994; Magliano y cols., 1998). Las 
CPVs contienen esférulas de unos 50-70 nm que se han propuesto como los sitios de síntesis 
del RNA viral. En algunas micrografías electrónicas, estas esférulas parecen estar conectadas 
con la membrana del lisosoma mediante cuellos de membrana, a través de los que 
probablemente se transporte el RNA recién sintetizado al citoplasma (Froshauer y cols., 
1988). Alrededor de las CPVs del VRUB, se reclutan el RER, las mitocondrias (Magliano y 
cols., 1998) y el aparato de Golgi como lugar de ensamblaje (Risco y cols., 2003) formando 





















Figura I7. Organización y expresión del genoma del VRUB. 
El genoma del VRUB consiste en una sola hebra de RNA en el sentido del mRNA que contiene dos ORFs. La ORF 
más cercana al extremo 5´ codifica para la poliproteína P200 que se proteoliza dando lugar a las proteínas no estructurales 
P150 y P90 gracias al dominio proteasa presente en P150. Están representados los dominios metiltransferasa (M), X, proteasa 
(P), helicasa (H) y RNA polimerasa RNA dependiente (R) de P150 y P90. Mientras que P200 sintetiza el RNA de cadena 
negativa, P150 y P90 sintetizan nuevas copias de RNA de cadena positiva, amplificando el RNA viral. El RNA de cadena 
negativa también sirve para la síntesis del RNA subgenómico, que codifica para las proteínas estructurales C, E2 y E1, que 
tras su procesamiento se integran en las membranas celulares siguiendo la orientación del esquema. Modificado de Hobman y 
Chantler, (2007). 
Golgi permitiría la coordinación de los eventos de replicación, transcripción y ensamblaje 
viral, mientras que el de las mitocondrias permitiría aportar la energía requerida para el 
proceso (Lee y cols., 1996). 
Después de la síntesis del RNA subgenómico, las proteínas estructurales del VRUB son 
traducidas asociadas a las membranas del RE. El precursor polipeptídico es proteolizado por 
una peptidasa generando las tres proteínas estructurales (Hobman y cols., 1988; Hobman y 
Gillam, 1989), que son modificadas y transportadas al Golgi (Hobman, 1993). El extremo 
carboxilo-terminal de E2 desempeña un papel esencial en la regulación del transporte de las 
tres proteínas estructurales al Golgi (Hobman y Chantler, 2007), ya que media tanto el 
transporte de E1 (Hobman y cols., 1992) como el de C (Baron y cols., 1992). Esta regulación 
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del transporte de las proteínas al Golgi podría servir como un control de calidad para asegurar 
la formación de partículas correctamente ensambladas en el sitio de gemación (Hobman y 
Chantler, 2007). 
Al contrario que en el caso de los alphavirus, cuyas nucleocápsidas se forman en el 
citoplasma previamente a la gemación, las nucleocápsidas del VRUB se forman en el Golgi, 
asociadas a la gemación del virus (Lee y cols., 1999). Esta diferencia puede ser debida a que 
la cápsida del VRUB permanece unida a las membranas, mientras que las de los alphavirus 
permanecen en el citoplasma (Suomalainen y cols., 1990). El mecanismo de 
fosforilación/defosforilación de C comentado anteriormente (Law y cols., 2006) podría tener 
la función de evitar el ensamblaje prematuro de las nucleocápsidas. Todavía no se conoce el 
mecanismo que regula las interacciones entre C y las glicoproteínas virales durante la 
gemación. Sin embargo, podría ser que el dominio citoplásmico de E2, muy rico en residuos 
aminoacídicos básicos, y los residuos ácidos de la cápsida estuvieran implicados en dicho 
proceso. De hecho, cuando se realizan mutaciones no conservativas en dicho dominio de E2, 
se afecta drásticamente el ensamblaje de las VLPs (Garbutt y cols., 1999). También deberían 
ser importantes las interacciones laterales entre los dominios transmembrana de E1, E2 y C. 
En nuestro laboratorio se describió el proceso morfogenético del VRUB, que implica una 
maduración que tiene lugar en el Golgi (Risco y cols., 2003). Durante dicho proceso, el virus  
 
 
Figura I8. Factorías virales generadas por el virus del Bosque de Semliki y por el VRUB. 
Secciones ultrafinas estudiadas por microscopía electrónica de tranmisión. (A) El alphavirus del Bosque 
de Semliki genera en las células BHK-21 factorías virales en las que el RER y las mitocondrias se reclutan 
alrededor de las CPVs (Zhao y cols., 1994). En células Vero infectadas por el VRUB también se observa el 
reclutamiento del RER y las mitocondrias (mi) alrededor de las CPVs (B y C) y además el del Golgi (C). El 
lugar exacto propuesto para la replicación de estos virus está señalado en (A y B) con flechas. (B) Magliano y 




ensambla arcos de maduración en la zona Golgi, para luego formar el precursor inmaduro con 
un contenido central homogéneamente denso y en el que la nucleocápsida no forma un núcleo 
o "core" bien definido. En el Golgi también se observan virus de transición y viriones con 
contenido menos denso y un "core" ensamblado. Finalmente, los virus salen al exterior de la 
célula, mostrando en ocasiones conexiones claras entre el "core" y la envuelta. 
 
4.4.- Interacción con proteínas celulares. 
Durante el ciclo vital del VRUB, existen numerosas interacciones entre sus proteínas y 
proteínas celulares, aunque para algunas de ellas todavía no se conoce la función que puedan 
desempeñar. Por ejemplo, existen proteínas celulares que interaccionan con los extremos no 
traducidos del genoma viral. Los autoantígenos Ro y La (Nakhasi y cols., 1994) interaccionan 
con el extremo 5´ y el extremo 3´ se une a la forma fosforilada de la calreticulina (Nakhasi y 
cols., 1994; Singh y cols., 1994), una proteína que une calcio que fue identificada por primera 
vez en el RE. La función de esta última interacción podría ser la activación de la replicación 
del RNA viral dirigiéndolo a las membranas en las que tiene lugar (Atreya y cols., 1995). Por 
otro lado, la subunidad de la replicasa viral P90 interacciona con la proteína del 
retinoblastoma, una proteína supresora de tumores, y también con la calreticulina (Atreya y 
cols., 1998; Forng y Atreya, 1999; Atreya y cols., 2004b). Las funciones de dichas 
interacciones no están claras, pero los datos apuntarían a una posible implicación en la 
replicación de la interacción P90-proteína del retinoblastoma (Forng y Atreya, 1999). C 
interacciona con dos proteínas mitocondriales: Par-4 y P32. P32 es una proteína 
multifuncional, que localiza principalmente en la matriz mitocondrial aunque también en el 
citoplasma. Originalmente fue identificada como un factor importante en la regulación del 
proceso post-transcripcional de corte y empalme (en inglés "splicing") del RNA (Kreis, 
1986). La interacción con P32 se realiza mediante el extremo amino-terminal de la proteína 
(Beatch y Hobman, 2000; Mohan y cols., 2002) y ocurre en la periferia de las mitocondrias. 
Su función es esencial para completar el ciclo vital del VRUB y parece que está relacionada 
con las funciones no estructurales de la cápsida, incluyendo la regulación de la replicación del 
RNA viral y el reclutamiento de mitocondrias (Beatch y cols., 2005), al menos cuando C es 
expresada de forma individual. No se conoce todavía la función de la interacción con Par-4, 
pero teniendo en cuenta que es un factor proapoptótico (Sells y cols., 1994), quizás la cápsida 
esté implicada en la mediación de la apoptosis inducida por el virus. También se ha 
descubierto una interacción entre C y la proteína de unión a poli-A, proteína que juega un 
papel crítico en la regulación del inicio de la traducción (Ilkow y cols., 2008): la adición de C 
a una mezcla de transcripción in vitro, produce la inhibición de la síntesis de proteínas, lo que 
podría facilitar durante la infección viral el cambio entre la traducción y el ensamblaje del 
RNA en las nucleocápsidas. 
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5.- Métodos de microscopía electrónica. 
A pesar de los avances que se están realizando en el conocimiento de la arquitectura de 
las factorías de los virus RNA, todavía quedan numerosas preguntas por resolver, como por 
ejemplo cómo las proteínas virales de forma individual pueden generar estas estructuras. 
Posiblemente, al estar implicadas las membranas celulares, los virus hayan elaborado 
estrategias que les permitan modificar los mecanismos celulares implicados en vesiculación y 
transporte para su propio interés y determinados factores celulares podrían jugar un papel 
importante en este proceso. Sin embargo, aunque se han identificado algunos de los factores 
celulares con los que interaccionan las proteínas virales, no se conocen con detalle los 
mecanismos moleculares implicados en el remodelado de las membranas celulares por parte 
de los virus (Miller y Krijnse-Locker, 2008). Para responder a esta y a otras cuestiones 
relacionadas con la formación de las factorías virales, los estudios de inmunofluorescencia y 
microscopía electrónica están siendo de gran ayuda (Miller y Krijnse-Locker, 2008). 
Recientemente, estudios empleando congelación a alta presión (HPF, del inglés, "high 
pressure freezing") combinados con microscopía, inmunomarcajes o ET, han generado nuevos 
modelos del funcionamiento de los complejos replicativos. Por ejemplo se han estudiado por 
ET los complejos replicativos del virus "Flock House" (familia Nodaviridae) y del virus del 
síndrome respiratorio agudo severo (SARS, del inglés "severe acute respiratory syndrome, de 
la familia Coronaviridae). En el caso del virus "Flock House", se han identificado las 
esférulas formadas en la membrana externa mitocondrial como los sitios de replicación del 
virus. Estas esférulas se comunican con el citoplasma a través de un cuello de ~10 nm de 
diámetro, que es suficiente para la entrada de la RNP a replicar y para la salida de la recién 
sintetizada. Cada esférula de ~50 nm de diámetro, contiene ~100 moléculas de proteína A y 
entre 2 y 4 moléculas de RNA intermediarias de la replicación (Kopek y cols., 2007). Por otro 
lado, en el caso del virus del SARS, se ha confirmado la modificación de las membranas 
celulares en forma de red que el virus induce para replicar su genoma y se ha determinado que 
provienen del RE. Esta red de membranas incluye las CMs (membranas "enrevesadas", del 
inglés "convoluted membranes"), vesículas de doble membrana y las VPs (bolsas vesiculares, 
del inglés "vesicle packets"). En las CMs se localizaron de forma mayoritaria las subunidades 
de la replicasa viral mediante inmunomarcaje, mientras que el dsRNA, intermediario de la 
replicación, fue detectado preferentemente en el interior de las vesículas de doble membrana 
(Knoops y cols., 2008). También podrán ser de gran utilidad estudios que permitan seguir las 
proteínas virales en tiempo real mediante su fusión con la proteína verde fluorescente (GFP, 
del inglés, "green fluorescent protein"), sobre todo si se estudia la misma estructura tanto por 
microscopía óptica de fluorescencia como por microscopía electrónica (Lanman y cols., 
2008). A continuación exponemos los conceptos más importantes acerca de los métodos de 




5.1.- Microscopía electrónica de transmisión. 
La microscopía electrónica de transmisión (TEM, del inglés, "transmission electron 
microscopy") permite el estudio de la célula con una resolución aproximadamente 1000 veces 
mayor que la microscopía óptica, pudiendo llegar a alcanzar ~2-3 nm de resolución en el 
entorno celular (Leis y cols., 2008). Sin embargo, las muestras deben estar preparadas para ser 
observadas en condiciones de alto vacío y para resistir los daños que genera el haz de 
electrones. Además, solamente se pueden observar al microscopio electrónico muestras lo 
suficientemente finas como para que los electrones las atraviesen (este grosor depende del 
tipo de microscopio empleado). Para solucionar estos problemas a la hora de estudiar células 
eucariotas en cultivo por microscopía electrónica, habitualmente las muestras se fijan 
empleando diferentes químicos (por ejemplo aldehídos y tretróxido de osmio), se deshidratan, 
se incluyen en una resina y se seccionan obteniendo cortes ultrafinos que se post-tiñen 
empleando metales pesados para contrastar el material biológico (Pease y Porter, 1981). Esta 
aproximación permitió la obtención de gran cantidad de información celular desde los años 50 
hasta mediados de los 70 aproximadamente. Los datos obtenidos durante esta época se 
centraron básicamente en nuevos aspectos de la organización citoplásmica o nuclear, 
relacionando las características estructurales con aspectos funcionales de la célula. Sin 
embargo, estos procesos de preparación de la muestra introducen artefactos en la misma, 
como por ejemplo la agregación de las proteínas, el colapso de los glicanos altamente 
hidratados o la pérdida de lípidos (Dubochet y Sartori, 2001). Además, el contraste observado 
en el microscopio electrónico mediante esta técnica está relacionado con la adsorción 
diferencial de los metales pesados por parte de los componentes de la muestra, en vez de con 
la propia estructura biológica (Hayat, 2000). Por ello, se hizo necesario el desarrollo de 
nuevos métodos que permitiesen mejorar la preservación de las muestras a estudiar. De esta 
forma se desarrollaron los métodos de criomicroscopía que evitan la formación de los 
artefactos más habituales observados tras el procesamiento convencional de las células para 
microscopía electrónica. La criomicroscopía electrónica engloba varias técnicas empleadas 
para estudiar especímenes biológicos preservados por vitrificación (es decir, la congelación 
del agua de la muestra en ausencia de cristales de hielo). La criomicroscopía incluye por tanto 
desde técnicas en las que el agua es eliminada previamente a la visualización de la muestra al 
microscopio electrónico, como por ejemplo la criofractura seguida de un sombreado metálico 
o la criosustitución, obtención de cortes ultrafinos y post-tinción, hasta técnicas en las que la 
muestra es observada en la capa vítrea formada después de su criofijación (Grunewald y cols., 
2003). Los métodos más empleados en la microscopía electrónica celular incluyen métodos 
de crioinmobilización (como por ejemplo la HPF), métodos de procesamiento de las células 
(como la obtención de secciones vítreas o la criosustitución y obtención de secciones 
ultrafinas) y su visualización en el microscopio (como la criomicroscopía de secciones 
vítreas). Estas técnicas pueden combinarse en ocasiones con una observación en 3D de la 
muestra y/o con la posibilidad de localizar macromoléculas de forma específica. El uso de las 
técnicas de criomicroscopía junto con los nuevos desarrollos de los microscopios electrónicos 
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(que incluyen la mayor coherencia del haz de electrones permitiendo el estudio con mayor 
detalle muestras de bajo contraste) y el desarrollo de programas informáticos que permiten la 
obtención de imágenes de forma automatizada han revolucionado la microscopía electrónica 
para el análisis de estructuras macromoleculares. Estos mismos avances están aportando 
nuevas formas de estudiar las células (Baumeister, 2002; McIntosh y cols., 2005) que 
permitirán sin duda aumentar nuestra comprensión de los procesos celulares. 
 
5.2.- Congelación a alta presión. 
Para observar las células en un estado cercano a su estado nativo, es necesario vitrificar 
el agua de la muestra evitando la formación de cristales de hielo (Studer y cols., 2008). Para 
congelar a presión atmosférica, podemos sumergir la muestra en etano o propano enfriados 
por nitrógeno líquido, o bien congelarla por impacto contra un bloque de cobre enfriado a la 
temperatura del helio líquido. Un factor crítico para una buena preservación estructural es la 
profundidad de vitrificación y la congelación a presión atmosférica mediante inmersión o por 
impacto puede crioinmobilizar muestras de hasta ~1-2 y ~15 µm de grosor respectivamente 
(Bozzola y Russell, 1999). Para mejorar la congelación, necesitamos bajar el punto de 
congelación de la muestra, reducir la tasa de nucleación del hielo y reducir la velocidad de 
crecimiento del cristal de hielo (Dahl y Staehelin, 1989). Esto se puede conseguir mediante el 
uso de crioprotectores (por ejemplo el glicerol o la sacarosa), para lo que previamente 
tendríamos que fijar químicamente. Sin embargo, esta aproximación conllevaría una serie de 
limitaciones: (1) la fijación química produciría un gradiente de fijación (debido al tiempo que 
tarda en penetrar el fijador, a la concentración diferencial del fijador que accede a los distintos 
compartimentos celulares y a la composición de cada compartimento, que reaccionará de 
forma específica frente al fijador), (2) existen límites de concentración del crioprotector y (3) 
tanto los fijadores químicos como los agentes de crioprotección podrían alterar la estructura 
celular. A pesar de que la fijación química, crioprotección y vitrificación a presión 
atmosférica es una técnica muy adecuada para determinados estudios estructurales (sobre todo 
si se continúa con una criosustitución), para estudios en los que se pretende alcanzar una 
resolución molecular se hace preciso explorar otras formas de fijar las células. La alternativa 
es la HPF, que permite fijar una célula en pocos milisegundos, evitando la presencia de 
fijadores químicos y de crioprotectores (Studer y cols., 2001). Durante la HPF, las altas 
presiones que se alcanzan en la cámara de congelación (de aproximadamente 2000 bares) de 
forma simultánea a la entrada del nitrógeno líquido en la misma, permiten la congelación del 
medio celular en ausencia de cristales de hielo (Dubochet, 2007). Esto es debido a que a esa 
presión el agua se hace muy viscosa y es incapaz de cristalizar, incluso a velocidades de 
200ºC/seg (frente a los 10.000ºC/seg necesarios para vitrificar el agua a presión atmosférica) 
(Vanhecke y cols., 2008), permitiendo generalmente una vitrificación adecuada de muestras 
de ~200 µm de profundidad (Bozzola y Russell, 1999) sin emplear ningún tipo de fijadores 
químicos ni crioprotectores, pudiéndose vitrificar incluso pequeños organismos completos, 
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como el Caenorhabditis elegans, que presenta unas dimensiones de aproximadas de 200 µm 
de diámetro y 1 mm de largo (Franz y cols., 2005). 
 
5.3.- Criosustitución. 
Después de la crioinmobilización por HPF, las muestras que son demasiado gruesas 
para ser observadas directamente al microscopio electrónico, como suele ocurrir en los 
estudios de células eucariotas, deben ser seccionadas. Esto puede ser realizado de dos 
maneras: mediante la obtención de secciones vítreas (Hoffmann y cols., 2008), o después de 
criosustitución e inclusión en resina (Murk y cols., 2003; Lanman y cols., 2008; Noske y 
cols., 2008). Mientras la obtención de secciones vítreas es el método a emplear si se busca 
una resolución macro-molecular (Leis y cols., 2008), tiene importantes limitaciones, como 
por ejemplo la dificultad intrínseca de la técnica y el hecho de que para obtener buenas 
secciones el grosor de las mismas debe ser de ~50 nm (Al-Amoudi y cols., 2005), reduciendo 
la cantidad de información de la sección y limitando el estudio en tres dimensiones (3D) de la 
mayoría de las estructuras celulares. Las ventajas de la criosustitución e inclusión en resina 
son la menor sensibilidad de las secciones al haz de electrones del microscopio electrónico y 
la posibilidad de estudiar secciones más gruesas.  
Durante la criosustitución, que se realiza a alrededor de -90ºC, se sustituyen las 
moléculas de agua por las del solvente de una en una en una muestra que está en estado sólido 
(vitrificada), evitandose los artefactos habituales derivados de la deshidratación. El solvente 
es por lo general acetona o metanol (Humbel y Schwarz, 1989). Al medio de criosustitución 
se pueden añadir diferentes fijadores químicos como por ejemplo tetróxido de osmio, acetato 
de uranilo o aldehídos, que reaccionan en toda la muestra a la vez al subir la temperatura, 
evitando la formación de gradientes. Después de la criosustitución, las muestras deben ser 
incluidas en resina. El protocolo de criosustitución puede ser empleado tanto para obtener una 
preservación estructural detallada, como para preservar los epítopos de la muestra para 
realizar estudios de inmunomarcaje. Sin embargo, suele existir un compromiso entre ambas 
posibilidades, ya que una buena preservación estructural impide la preservación adecuada de 
los epítopos y viceversa. Para minimizar este problema existen resinas (como la resina 
Lowicryl) que alcanzan una preservación de membranas adecuada y puesto que no co-
polimerizan con la muestra, permiten el acceso de los anticuerpos a los epítopos de la 
superficie de las secciones. La criosustitución se puede realizar tras la HPF, o después de 
fijación química, crioprotección y congelación a presión atmosférica. 
 
5.4.- Aproximaciones técnicas disponibles para el estudio 3D de las células. 
A pesar de que los especímenes biológicos son estructuras tridimensionales, en el 
microscopio electrónico solamente podemos obtener proyecciones (imágenes 2D) de los 
mismos. Por este motivo, un campo importante del desarrollo de la microscopía electrónica 
Caracterización de los complejos replicativos de virus RNA 
 
 36
celular es el desarrollo de técnicas que aporten información 3D para poder caracterizar la 
compleja organización de la célula. Las aplicaciones disponibles incluyen las réplicas 
metálicas de células procesadas mediante criofractura, la reconstrucción 3D generada a partir 
de cortes seriados y la ET. En este trabajo hemos empleado las dos últimas técnicas. 
 
 5.4.1.- Cortes seriados. 
La reconstrucción 3D generada a partir de cortes seriados consiste en la obtención de 
secciones consecutivas de células incluidas en resina que posteriormente son fotografiadas en 
el microscopio electrónico y procesadas para modelar un mapa 3D de baja resolución del 
espécimen de interés. La resolución alcanzada es suficiente para obtener información acerca 
de contactos entre diferentes elementos (Knott y cols., 2006) o sobre la distribución espacial 
de elementos pequeños (Noda y cols., 2006). La limitación de esta técnica reside en la 
resolución obtenida en el eje Z, perpendicular a las secciones obtenidas, que depende del 
grosor de las mismas y de la calidad del alineamiento de las secciones, que son imágenes 
independientes entre sí. Por lo tanto, a pesar de que la resolución en XY es similar a la 
obtenida por ET, la resolución en Z es de ~100 nm (el doble que el grosor aproximado de una 
sección). Por ello, para obtener modelos 3D más detallados es necesario emplear otras 
técnicas como por ejemplo la ET. 
 
 5.4.2.- Tomografía electrónica. 
La ET es una herramienta muy potente que puede aportar una resolución molecular en 
3D si se combina con una preservación cercana a la nativa de las muestras biológicas (Lucic y 
cols., 2008). Para ello, una vez procesada la muestra, es necesario obtener una serie de 
inclinación de la misma, es decir, una serie de proyecciones en 2D a diferentes inclinaciones 
(generalmente entre -70º y 70º). A continuación, las imágenes 2D son retro-proyectadas para 
obtener la reconstrucción 3D (tomograma) que necesita ser tratada mediante diferentes 
programas informáticos para poder procesar la información obtenida. Estos procesos incluyen 
tanto el filtrado para mejorar la relación señal-ruido como la segmentación, es decir, la 
asignación de la identidad adecuada a los diferentes elementos del tomograma. Por lo tanto, la 
ET podría emplearse para la reconstrucción 3D de estructuras macromoleculares aisladas, 
estructuras celulares o incluso células enteras. Sin embargo, teniendo en cuenta que las 
técnicas de estudio de partículas individuales permiten la reconstrucción 3D de partículas de 
las que existan múltiples copias idénticas a mayor resolución que la que permite la ET 
(llegando a alcanzar resoluciones subnanométricas), el verdadero potencial de la ET reside en 
el estudio de estructuras únicas que incluyen desde grandes complejos macromoleculares 
hasta células enteras pasando por orgánulos celulares (Leis y cols., 2008). A pesar de que la 
ET es una de las principales herramientas para el estudio 3D de estructuras únicas, todavía es 
necesario optimizar la técnica lo que permitirá mejorar la resolución actual de ~5 nm hasta la 
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resolución que está previsto alcanzar de ~2nm (Robinson y cols., 2007), lo que proporcionará 
mapas 3D de organizaciones macromoleculares en el entorno celular nativo y posibilitando la 
unión de la biología celular y los estudios moleculares (Leis y cols., 2008).  
La ET se puede realizar tanto con muestras incluidas en resina como con muestras 
vitrificadas (por ejemplo tras la obtención de secciones vítreas), con las ventajas e 
inconvenientes descritos en el apartado "5.3.- Criosustitución" de la introducción. En el caso 
de la ET de secciones vítreas, la observación debe realizarse en condiciones criogénicas, 
denominándose crio-ET. Teniendo en cuenta las ventajas y limitaciones que presentan para el 
estudio celular la ET de secciones tras HPF y criosustitución y la crio-ET de secciones vítreas, 
quizás sería interesante combinar ambas aproximaciones, de tal manera que la primera 
posibilitaría el estudio de un amplio volumen de la célula (aunque una resolución menor) y la 
segunda un estudio en detalle de una zona concreta (aunque un volumen menor, y por lo tanto 
menos información 3D). 
Las aportaciones de la ET al estudio celular y de virus son muchas. Gracias a la crio-ET 
hemos podido estudiar en 3D diferentes virus, como por ejemplo el virus Herpes Simplex 
(Grunewald y cols., 2003) o el virus Vaccinia (Cyrklaff y cols., 2005), el citoesqueleto de 
células procariotas (Kurner y cols., 2005) y los flagelos (Nicastro y cols., 2005), el poro 
nuclear (Beck y cols., 2007) y el citoesqueleto de actina en un entorno nativo (Medalia y 
cols., 2002) en células eucariotas. Por otro lado, la crio-ET de secciones vítreas ha permitido 
el estudio en su estado nativo de microtúbulos (Bouchet-Marquis y cols., 2007), de la 
arquitectura molecular de las cadherinas en desmosomas epidérmicos (Al-Amoudi y cols., 
2007), de la membrana externa de diversas micobacterias (Hoffmann y cols., 2008) y del 
aparato de Golgi en células de mamífero (Bouchet-Marquis y cols., 2008). Por último, la ET 
de secciones obtenidas después de HPF y criosustitución ha aportado información útil acerca 
de, por ejemplo, el aparato de Golgi (Ladinsky y cols., 1999; Marsh y cols., 2001), 
desmosomas (He y cols., 2003), endosomas y lisosomas (Murk y cols., 2003), vesículas COPI 
(Donohoe y cols., 2007), virus interaccionando con la célula (Baines y cols., 2007) y hasta la 
reconstrucción 3D de células eucariotas enteras (Noske et al., 2008). 
 
5.5.- Aproximaciones técnicas disponibles para la localización de macromoléculas en 
las células. 
Para comprender la función que realizan las macromoléculas dentro de la célula resulta 
muy útil conocer su localización en un momento concreto de un proceso determinado. Por 
ello, es importante desarrollar técnicas que nos permitan situar las macromoléculas en el 
entorno celular. Los métodos más empleados en microscopía electrónica para lograr este 
objetivo se basan fundamentalmente en el uso de anticuerpos primarios que reconocen la 
macromolécula de interés seguidos de anticuerpos conjugados con oro coloidal que permite su 
reconocimiento en el microscopio de manera inequívoca gracias a que se visualizan como 
partículas muy electrón-densas y definidas. Para localizar macromoléculas específicas en el 
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interior de la célula, manteniendo una conservación estructural adecuada, en este trabajo 
hemos empleado el inmunomarcaje de secciones de células criosustituidas (apartado "5.3.- 
Criosustitución" de la introducción) y el inmunomarcaje de criosecciones (método de 
Tokuyasu; Tokuyasu, 1980).  
Para la técnica de Tokuyasu, el material biológico se fija químicamente, se incluye en 
gelatina, se crioprotege con sacarosa y se congela por inmersión en nitrógeno líquido 
(Webster y cols., 2008). A continuación, los bloques se seccionan a una temperatura de entre  
-80 y -140ºC en un crioultramicrotomo y las secciones obtenidas se recogen y se descongelan 
en rejillas recubiertas con algún tipo de plástico (por ejemplo formvar). Por último se realizan 
los inmunomarcajes con anticuerpos primarios específicos y anticuerpos secundarios 
conjugados con oro coloidal y los cortes se estabilizan con metil-celulosa. Generalmente éste 
es el método de inmunolocalización preferido frente al inmunomarcaje en secciones de 
células criosustituidas, puesto que no es necesaria la deshidratación de la muestra por 
solventes antes de la inmunolocalización de componentes específicos. Además, se obtienen 
mejores resultados tanto en términos estructurales cuando se estudian endomembranas (a 
pesar de que las proteínas se contrastan poco, las membranas se visualizan claramente) como 
en cuestión de preservación y accesibilidad de epítopos, puesto que la muestra no se 




En resumen, para comprender el funcionamiento de las estructuras de replicación 
generadas durante la infección con el VBUN o durante la transfección de los replicones del 
VRUB, hemos empleado principalmente diferentes técnicas de microscopía óptica de 
fluorescencia y microscopía electrónica, llegando a obtener modelos 3D de dichas estructuras. 
Los datos obtenidos nos han llevado a proponer un mecanismo de funcionamiento de los 
complejos replicativos dentro de las factorías virales de dichos virus. 
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Para la caracterización estructural de los RCs en factorías de los virus Bunyamwera y 
Rubella, nos planteamos los siguientes objetivos: 
 
1) Identificar, caracterizar estructuralmente y determinar la composición de los RCs del 
VBUN. 
2) Caracterizar estructuralmente y determinar la composición de los RCs generados tras 
la transfección de replicones del VRUB. 
3) Identificar los factores virales clave y posibles elementos celulares que participan en 
el ensamblaje de los complejos replicativos de los virus Bunyamwera y Rubella. 
4) Analizar la relación de los complejos replicativos de los virus Bunyamwera y Rubella 
con el resto de los elementos de la factoría. 
 





























1.1.- Células y virus. 
Las células y el VBUN empleados fueron obtenidos de la ATCC (colección americana 
de cultivos tipo, del inglés "american type culture collection"): fibroblastos de riñón de 
hámster (BHK-21, del inglés "baby hamster kidney cells"; CCL-10), Vero (células epiteliales 
de riñón de mono verde africano) (CCL-81) y VBUN (VR-87). 
Las infecciones con el VRUB se realizaron en el laboratorio del Dr. T. K. Frey con la 
cepa F-Therien del VRUB cedida por el Dr. J. Chantler. 
Las células BHK-21 fueron crecidas en medio de Eagle modificado por Dulbecco 
(DMEM, del inglés "Dulbecco's Modified Eagle's Medium"; Sigma) con una concentración 
de glucosa de 4,5 g/l, suplementado con aminoácidos no esenciales (Sigma), glutamina 
(Sigma) a una concentración de 200 mM, gentamicina (Sigma) a 50 μg/ml, penicilina (Sigma) 
a 100 U/ml, estreptomicina (Sigma) a 100 µg/ml y suero fetal bovino al 10% (FBS, del inglés 
“fetal bovine serum”; Reactiva S.A.). En el caso de las células BHK-21 y Vero transfectadas 
establemente con los replicones del VRUB, las células se crecieron en DMEM suplementado 
con FBS al 5%, neomicina (GIBCO, 1,2 mg/ml) y gentamicina (Sigma) a 10 μg/ml. 
 
1.2.- Anticuerpos. 
Los sueros policlonales generados en conejo contra las proteínas no estructurales del 
VRUB P150 y P90 (GU3 para P150, GU8 y GU10 para P90) fueron descritos previamente 
(Forng y Frey, 1995) y cedidos por el Dr. T. K. Frey (Georgia State University, Atlanta, 
EEUU). El anticuerpo policlonal anti-N del VBUN, descrito en Fontana y cols., (2008), fue 
generado mediante inmunización con el péptido sintético MIELEFHDVAANTSST 
correspondiente a la región amino terminal de la proteína. Los anticuerpos contra proteínas 
del VBUN anti-L, contra las regiones amino y carboxi terminal de la proteína L y descrito en 
Jin y Elliott, (1992), anti-NSm, desarrollado contra el péptido TDQKYTLDEIADVLQA        
-equivalente a los residuos 338 al 353 del segmento M-, Nakitare y Elliott, (1993) y el 
anticuerpo monoclonal MAB742, contra la glicoproteína viral Gc, descrito en Lappin y cols., 
(1994), fueron cedidos por el Dr. R.M. Elliott (University of St. Andrews, Escocia). El 
anticuerpo monoclonal K2 específico para RNA de cadena doble (dsRNA, del inglés “double 
stranded RNA”) fue cedido por la Dra. N. Lukács (Corvinus University, Budapest, Hungría). 
El anticuerpo monoclonal anti-dsRNA J2 fue comprado a English and Scientific Consulting 
(Hungría). Los anticuerpos contra el dsRNA han sido validados como marcadores de 
replicación para diferentes virus RNA (Schonborn y cols., 1991, Westaway y cols., 1999). El 
anticuerpo policlonal anti-GFP, empleado para localizar la proteína de fusión cápsida-GFP 
(C-GFP), fue cedido por el Dr. D. Shima (Imperial Cancer Research Foundation, Londres, 
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Reino Unido). Los anticuerpos contra LAMP-1 (proteína lisosomal), descritos en Carlsonn y 
cols., (1988), fueron prestados por el Dr. M. Fukuda (The Burnham Institute, La Jolla, 
EEUU). El anticuerpo policlonal específico para la proteína mitocondrial P32 fue cedido por 
el Dr. W. C. Russell (University of St. Andrews, Escocia). Los anticuerpos policlonales 
específicos contra la proteína disulfuro isomerasa (PDI, enzima del RER) y para actina y el 
anticuerpo monoclonal anti-bromodeoxiuridina fueron adquiridos de Sigma-Aldrich Co. El 
suero anti-gigantina (proteína de la matriz mitocondrial) fue cedido por el Dr. M. Renz 
(Institute of Immunology and Molecular Genetics, Karlsruhe, Alemania). El anticuerpo anti-
Gal-T (galactosil transferasa, enzima del Golgi) fue suministrado por el Dr. T. Suganuma 
(Dept. Anatomy, Miyazaki Medical College, Japón). El anticuerpo contra la parte 
citoplásmica de TGN38 (enzima del Golgi) fue cedido por el Dr. G. Banting de la University 
of Bristol, Reino Unido y el anticuerpo contra la proteína de la matriz mitocondrial Hsp-60 
fue comprado en Stressgen Biotechnologies, Victoria, Canadá. 
Los anticuerpos fluorescentes secundarios conjugados con las sondas fluorescentes 
Alexa fueron comprados a Molecular Probes/Invitrogen Corp. y los anticuerpos fluorescentes 
secundarios conjugados con la sonda fluorescente Cy5 a Jackson ImmunoResearch 
Laboratories, Inc. 
Los anticuerpos secundarios conjugados con oro coloidal fueron adquiridos de BioCell 
International, Cardiff, Reino Unido. 
 
1.3.- Sondas fuorescentes. 
La faloidina conjugada con sondas fluorescentes Alexa (para localizar la actina), ToPro 
(marcador del núcleo), Lysotracker (marcador de lisosomas) y Mitotracker (marcador de 
mitocondrias) se adquirieron de Molecular Probes/Invitrogen Corp. La sonda DAPI (4´,6-
Diamidino-2-Phenylindole; marcador del núcleo) se compró a Sigma-Aldrich Co.  
 
1.4.- Otros. 
La estreptolisina-O (SLO) fue comprada al laboratorio del Dr S. Bhakdi (Institute of 
Medical Microbiology and Hygiene, Hochhaus am Augustusplatz, Mainz, Alemania). El 
jasplakinólido (JPK), la brefeldina-A (BFA), la monodansilcadaverina (MDC) y el ProLong 
Gold a Molecular Probes/Invitrogen Corp. La latrunculina-A (LtrA), la citocalasina-D, la 2,3-
butanodiona monoxima (BDM), la 3-metiladenina (3-MA), la saponina, el Optiprep®, la 
bromo-uridina trifosfato (BrUTP), la actinomicina-D, el RNA de levaduras y el dietil 
pirocarbonato (DEPC) a Sigma-Aldrich Co. Los inhibidores de proteasas, el DOTAP, la DNA 
ligasa del bacteriófago T4 y la RNasina (un inhibidor de RNAsas) a Roche Molecular 
Biochemicals. El kit ECL a Amersham. Las enzimas de restricción empleadas y el análogo 
del extremo 5´ cap [m7G(5´)ppp(5´)G] 2 mM a New England BioLabs (Beverly, MA, Estados 
Unidos). El plásmido que contiene el gen de la resistencia a la neomicina pCI-neo a Promega. 
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La RNA polimerasa dependiente de DNA de SP6 a Epicentre (Madison, Wis, Estados 
Unidos). El Opti-MEM I y la Lipofectamine 2000 a Gibco/BRL. La albúmina de suero bovino 
(BSA, del inglés, “bovine serum albumin”) conjugada con oro coloidal (BSA-oro) a BioCell 
International, Cardiff, Reino Unido. El birnavirus de la bursitis infecciosa fue cedido por el 
Dr. D. Luque, Centro Nacional de Biotecnología, CNB-CSIC, España. 
 
2.- Titulación del virus VBUN. 
Los experimentos de titulación del VBUN se realizaron infectando monocapas de 
células BHK-21 con diluciones decimales del sobrenadante a titular en medio de cultivo 
suplementado con FBS al 2%, para posteriormente incubar las células en medio sólido 
(empleando agar al 0,6%). Pasadas 48 h, las células se fijaron 1 h con formaldehído al 10% en 
tampón fosfato salino (PBS, del inglés “phosphate buffered saline”). Posteriormente se retiró 
el medio y se contaron las placas de lisis formadas tiñendo las células no infectadas con cristal 
violeta al 0,1% en metanol-agua (20:80). 
 
3.- Infección con el VRUB y transfección de replicones del VRUB. 
Las infecciones con el VRUB se realizaron a una multiplicidad de infección de 1 unidad 
formadora de placa (UFP)/célula a 24 ó 48 d p.i. (horas post-infección) en el laboratorio del 
Dr. T. K. Frey. 
Los replicones empleados en este trabajo se realizaron basándose en el protocolo 
descrito en Sambrook y cols., (1989). Las cepas de E. coli JM109 y DH5a se emplearon como 
bacterias huésped. Para generar los replicones VRUBrep/GFP/Neo y VRUBrep/C-GFP/Neo, 
primero se introdujo un sitio de restricción SpeI entre la secuencia de reconocimiento interno 
ribosomal (IRES, del inglés “internal ribosome entry site”) y la ORF estructural de la 
construcción siRobo402 (Pugachev y cols., 2000). Esta construcción intermedia, denominada 
siRobo402-SpeI, se generó mediante tres rondas de PCR asimétrica seguida de una ligación 
de tres fragmentos (Tzeng y Frey, 2002). En la primera ronda de amplificación de PCR, el 
oligo 937 (5′-GCTTGCCACAACCACTAGTATGGCTTCTACTAC-3′; el sitio de restricción 
de la enzima SpeI está subrayado) se empleó para iniciar una amplificación asimétrica en la 
construcción siRobo402 linearizada empleando la enzima de restricción PstI. La segunda 
ronda de amplificación asimétrica empleó como molde la construcción resultante de la 
primera y el oligo 941 (5′-GCATTCTAGAGTCGCGCTGTCGCG-3′; el sitio de restricción 
de la enzima XbaI está subrayado; la secuencia es complementaria a los nucleótidos 6630-
6643 del genoma del VRUB). En la tercera ronda, el producto resultante de la segunda y el 
oligo IR-5 (5′-CACAATGCATAATTCCGCCCCTCTCCCTC-3′; el sitio de restricción de la 
enzima NsiI está subrayado) se emplearon para iniciar la amplificación por PCR de la 
construcción siRobo402 linearizada mediante la enzima de restricción PstI. El producto de la 
amplificación de esta PCR digerido por las NsiI y NotI se ligó entonces con el fragmento de 
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la construcción Robo502 (Tzeng y Frey, 2002) generado tras la digestión con NotI y EcoR1 y 
con el fragmento de siRobo402 generado tras la digestión con NsiI-EcoR1. El gen de 
resistencia a la neomicina se amplificó mediante PCR a partir de la restricción mediante 
BamHI del plásmido pCI-neo empleando los oligos 938 (5′-GCATACTAGTATGAT 
TGAACAAGATGGATT-3′; el sitio de restricción de SpeI está subrayado) y 943 (5′-
TATAAGGCCTTCAGAAGAACTCGTCAAGAA-3′; el sitio de restricción de StuI está 
subrayado). Una vez amplificado el gen se digirió con SpeI y StuI y se clonó en la 
construcción siRobo402-SpeI, generando la construcción siRobo402-Neo. Para generar los 
replicones VRUBrep/GFP/Neo y VRUBrep/C-GFP/Neo, el fragmento obtenido tras la 
restricción con NsiI y EcoRI de la contrucción siRobo402-Neo se empleó para ligar a las 
contrucciones VRUBrep/GFP y VRUBrep/C-GFP (Tzeng y Frey, 2002; 2003). 
Una vez generados los replicones, la transcripción in vitro fue realizada según el 
protocolo previamente descrito (Tzeng y Frey, 2002). Los replicones fueron linearizados 
empleando la enzima de restricción EcoRI, extraídos mediante fenol-cloroformo y 
precipitados empleando etanol. Para la síntesis del extremo 5´ cap de los transcritos de RNA, 
1 µg de la construcción linearizada se transcribió a 37ºC durante 2,5 h en un volumen total de 
25 µl, en buffer de reacción (Tris-HCl 40 mM [pH 7.5], MgCl2 6 mM, espermidina 2 mM, 
ditiotreitol 10 mM); ATP, GTP, CTP, y UTP 1 mM cada uno; análogo del extremo 5´ cap 
[m7G(5´)ppp(5´)G] 2 mM; RNasin 1U/µl; y RNA polimerasa DNA dependiente de SP6 a 25 
U/µl. Los transcritos se analizaron mediante electroforesis de alícuotas de la mezcla de 
reacción en geles de agarosa al 1% en presencia de bromuro de etidio. La cantidad de los 
transcritos obtenida se midió espectrofotométricamente, obteniendo entre 6 y 7 µg de RNA. 
La mezcla de reacción se empleó para la transfección directamente, sin tratamiento con 
DNasa ni extración mediante fenol-cloroformo.  
Posteriormente se transfectaron células Vero y BHK-21 con los transcritos resultantes 
empleando Lipofectamine 2000 (Invitrogen Molecular Probes) como está descrito en Tzeng y 
Frey, (2002). Para ello, monocapas de células de BHK-21 o Vero crecidas a un 80% de 
confluencia en placas de 60 mm2 se lavaron dos veces con PBS y una con Opti-MEM I. 
Posteriormente, se añadió a la monocapa una mezcla de 12 µl de la mezcla de reacción de la 
transcripción del RNA (aproximadamente 3 µg) y 12 µl de Lipofectamine 2000 en 500 µl de 
Opti-MEM I. Tras 4 h de incubación, se eliminó la mezcla de transfección y se añadió 
DMEM con FBS al 2%. Siguiendo la expresión de GFP mediante examen directo en un 
microscopio de fluorescencia Zeiss Axioplan, la eficacia de la transfección se estimó en torno 
al 30%. Para seleccionar una población de células expresando de forma homogénea los 
replicones, se añadió neomicina (1,2 mg/ml) al medio de cultivo y se mantuvo 4 días post 
transfección. Después de la selección, los cultivos se mantuvieron con la misma 
concentración de neomicina. 
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4.- Purificación de tubos virales y virus producidos durante la infección del VBUN. 
Para purificar los tubos y los virus intracelulares producidos durante la infección del 
VBUN, células BHK-21 fueron infectadas a 3 UFP/célula y mantenidas a 37ºC hasta 10 h p.i. 
o a 0,001 UFP/célula y mantenidas 55 h a 32ºC, respectivamente. Entonces se lavaron y 
recogieron las células en buffer TEN (Tris-Cl 0,01 M, pH 7.4, NaCl 0,1 M y EDTA 1mM) al 
que se añadieron inhibidores de proteasas (una pastilla por cada 20 ml de buffer) y se 
congelaron a -80ºC. Después de dos ciclos de congelación-descongelación para liberar los 
tubos virales y tres para liberar los virus intracelulares, los lisados se clarificaron mediante 
centrifugación a 3700 g, 20 min a 4ºC. El sobrenadante fue centrifugado a continuación 2,5 h 
a 67000 g a través de un colchón de sacarosa al 30% (peso/volumen). Posteriormente se 
resuspendió el pellet en 150 µl de buffer TEN con inhibidor de proteasas y se centrifugó en un 
gradiente de Optiprep® del 15 al 25% (volumen/volumen) para la purificación de los tubos o 
en uno del 13 al 22% para los virus intracelulares durante 1,5 h a 250000 g. El gradiente de 
Opriprep® se preparó añadiendo 10 capas de 0,9 ml de Optiprep®, cada una un 1% más 
concentrada que la anterior, empezando por la concentración más alta. Antes de añadir la 
siguiente capa, se esperó a que se congelara la anterior manteniendo en hielo seco el tubo 
donde se preparó el gradiente. De esta forma durante la descongelación del gradiente se forma 
un gradiente continuo. Tras la centrifugación se recogieron fracciones de 250 µl comenzando 
desde la parte superior del gradiente y se procesaron para su caracterización estructural y 
bioquímica. La purificación de los virus extracelulares se realizó igual que la de los 
intracelulares, pero recogiendo sólo el medio de cultivo (no las células) tras la infección. 
 
5.- Tratamiento con BFA y con drogas contra la miosina y contra el citoesqueleto de 
actina en células infectadas por el VBUN. 
5.1.- Citocalasina-D, latrunculina A y jasplakinólido. 
Para alterar el citoesqueleto de actina empleamos citocalasina-D, LtrA y JPK. Estas 
drogas se añadieron a 1 h p.i. y se mantuvieron hasta 10 h p.i. A este tiempo se recogieron 
sobrenadantes para titular los virus liberados y se fijaron células para estudios por TEM 
(descrito en el apartado "11.2.- Inclusión en epoxy resina EML-812" de materiales y métodos) 
y por microscopía óptica de fluorescencia (descrito en el apartado "10.- Preparación de 
muestras para microscopía óptica de fluorescencia" de materiales y métodos). Las 
concentraciones de trabajo se determinaron estudiando el efecto producido sobre el 
citoesqueleto de actina en células BHK-21 control, de tal manera que quedaran afectada 
aproximadamente el 90% de la monocapa celular. Estas concentraciones fueron las siguientes: 
citocalasina D 2 µM, LtrA 1 µM y JPK 0,5 µM.  
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5.2.- Tratamientos con 2,3-butanodiona monoxima y brefeldina A. 
La BDM, inhibidor de amplio espectro de las miosinas, y la BFA, que induce la fusión 
de las membranas del Golgi con las del pre-Golgi y el RER separándolas de los componentes 
de la matriz del Golgi, se añadieron al medio a 10 h p.i. a una concentración de 5 µg/ml y 50 
mM, respectivamente. A 5, 15 y 30 min para BFA y a 60 min para BDM se fijaron células 
para estudios por TEM (descrito en el apartado "11.2.- Inclusión en epoxy resina EML-812" 
de materiales y métodos) y para microscopía óptica de fluorescencia (descrito en el apartado 
"10.- Preparación de muestras para microscopía óptica de fluorescencia" de materiales y 
métodos). 
 
6.- Tratamientos con estreptolisina-O de células transfectadas establemente con 
VRUBrep/GFP/neo. 
Para el tratamiento de permeabilización de la membrana plasmática sin permeabilizar 
las membranas internas (semipermeabilización), realizamos un tratamiento con SLO, 
siguiendo el protocolo descrito anteriormente (Sodeik y cols., 1993). La concentración óptima 
de SLO se determinó previamente en monocapas de células BHK-21 control calculando el 
porcentaje de células que excluían el azul de tripán mediante microscopía óptica, al tratar con 
diferentes concentraciones de SLO (desde 1 a 20 µg/ml). Consideramos como concentración 
óptima (2 µg/ml) aquella que permeabilizaba aproximadamente el 90% de la monocapa 
celular. Para ello, las células se lavaron tres veces con buffer-SLO (HEPES 25 mM pH 7,0, 
sacarosa 250 mM, acetato magnésico 5 mM, acetato potásico 50 mM) al que se añadió DL-
Ditiotreitol (DTT) 2 mM previamente enfriado en hielo, se incubaron 15 min con la 
concentración correspondiente de SLO disuelta en el mismo buffer previamente enfriado en 
hielo y se volvieron a lavar 3 veces con el buffer-SLO con DTT 2 mM. Posteriormente se 
incubaron 15 min a 37ºC permitiendo la formación de los poros de SLO en la membrana 
plasmática. A continuación se lavaron 3 veces con el buffer-SLO eliminando el contenido 
citosólico. Para realizar los marcajes para microscopía de fluorescencia, las células BHK-21 
transfectadas establemente con VRUBrep/GFP/neo tratadas con SLO a 2 µg/ml, fueron 
incubadas 15 min a 37ºC con buffer-SLO al que se añadió FBS al 20% como agente de 
bloqueo. A continuación se incubaron 1h con el anticuerpo primario en buffer-SLO con FBS 
al 2% y después de lavar tres veces con PBS se fijaron con paraformaldehído (PFA) al 3% 15 
min a temperatura ambiente. Posteriormente, las células se lavaron tres veces con PBS y se 
volvieron a bloquear 15 min a 37ºC con buffer-SLO conteniendo FBS al 20% antes de la 
incubación con el anticuerpo secundario 45 min a 37ºC diluido en buffer-SLO con FBS al 
2%. Por último, después de lavar tres veces con PBS, se montaron los cubres con ProLong 
Gold y se estudiaron mediante microscopía confocal. 
Para una permeabilización completa de las membranas celulares y realizar los marcajes 
para microscopía de fluorescencia de las células BHK-21 transfectadas establemente con 
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VRUBrep/GFP/neo, éstas se lavaron tres veces con PBS y se fijaron con PFA 3% 15 min a 
temperatura ambiente. Una vez fijadas, se incubaron con saponina al 0,25% y FBS al 20% en 
PBS, para posteriormente incubarlas con los anticuerpos primarios y secundarios 
correspondientes diluidos en saponina al 0,25% y FBS al 2% en PBS. Entre ambas 
incubaciones se realizaron tres lavados con PBS. Por último, después de lavar tres veces con 
PBS, se montaron los cubres con ProLong Gold y se estudiaron mediante microscopía 
confocal. 
 
7.- Marcaje de autofagososmas y tratamiento con 3-metiladenina en células 
transfectadas establemente con VRUBrep/GFP/neo. 
La sonda MDC se acumula en los autofagosomas gracias a que se acumula en 
compartimentos acídicos y a que interacciona con los lípidos presentes en las membranas de 
las vacuolas autofágicas, lo que evita su presencia en endosomas tempranos o tardíos 
(Biederbick y cols., 1995; Niemann y cols., 2000). Para marcar los autofagosomas, las células 
fueron tratadas 1 h antes de su fijación con MDC 10 µM, según está descrito en Jackson y 
cols., (2005). Para comprobar el funcionamiento correcto de la sonda en nuestras células, las 
sometimos a inanición, tratamiento que induce la formación de autofagosomas, incubándolas 
con la solución salina equilibrada de Earle (EBSS, del inglés "Earle’s Balanced Salt 
Solution"; Sigma) durante 5 h como está descrito en Munafó y Colomo (2001). Para inhibir la 
formación de los autofagosomas, empleamos la droga 3-MA: 3 h antes del inicio de la 
inanición se incubó a una concentración de 10 mM y se mantuvo durante las 5 h de la misma. 
Para estudiar si la inhibición de autofagosomas afectaba a la producción de dsRNA en células 
establemente transfectadas con los replicones del VRUB, mantuvimos las células 24 ó 48 h 
con 3-MA para posteriormente fijar las células y estudiar la distribución de dsRNA por 
microscopía de fluorescencia como se describe en el apartado "10.- Preparación de muestras 
para microscopía óptica de fluorescencia" de materiales y métodos. 
 
8.- Tratamiento con BSA-oro en células transfectadas establemente con los replicones 
del VRUB. 
Para estudiar la conexión con la ruta edocítica de las CPVs generadas en células 
transfectadas establemente con los replicones del VRUB, empleamos BSA-oro. Para ello, 
incubamos células BHK-21 control o establemente transfectadas con los replicones 
VRUBrep/GFP/Neo o VRUBrep/C-GFP/Neo durante 3 h con medio que contenía BSA-oro, 
diluido 1/20 con respecto a la concentración inicial (que tenía una densidad óptica de 3,1). 
Posteriormente fueron incluidas en epoxy resina EML-812 y procesadas según está descrito 
en el apartado "11.2.- Inclusión en epoxy resina EML-812" de materiales y métodos para 
realizar un seguimiento del conjugado endocitado. 
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9.- Análisis bioquímicos. 
Para el análisis mediante western-blot, tras la realización de electroforesis en gel de 
acrilamida-poliacrilamida en presencia de duodecil sulfato sódico (SDS-PAGE, del inglés 
"sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electroforesis") y la transferencia de las proteínas 
a membranas de nitrocelulosa mediante protocolos estándar, éstas se incubaron durante toda 
la noche a 4ºC en la solución de bloqueo (leche en polvo al 5% y Tween 20 al 0,05% en 
PBS). A continuación se incubaron durante 1 h a temperatura ambiente con los anticuerpos 
primarios anti-L, anti-NSm y anti-β-actina diluidos 1/200 en la solución de bloqueo. Tras tres 
lavados con la misma solución las membranas se incubaron con anticuerpos secundarios 
conjugados con peroxidasa de rábano diluidos 1/2000 en la solución de bloqueo, se lavaron 
tres veces con la misma solución y la señal de las proteínas se visualizó por 
quimioluminiscencia empleando el kit ECL. 
Una vez purificados los tubos virales, para la detección de dsRNA mediante dot-blot las 
muestras se procesaron en condiciones libres de RNAasas. Las muestras fueron incubadas 
durante toda la noche a 37ºC en una mezcla de proteinasa K a 1 mg/ml y SDS al 1% en agua 
con DEPC al 0,1%. Como control positivo empleamos dsRNA del birnavirus de la bursitis 
infecciosa y como control negativo utilizamos RNA de levaduras. Ambos controles tenían 
una concentración aproximada de 0,05 µg/µl. En el dot-blot también incluimos virus 
extracelulares y tubos virales del VBUN. 2 µl de cada una de las muestras se depositaron 
sobre membranas de nitrocelulosa y se dejaron secar durante 15 min. Tras la incubación con 
solución de bloqueo (leche en polvo al 5% en PBS), las membranas se incubaron 2 h con una 
mezcla de los anticuerpos anti-dsRNA J2 y K2 (diluidos cada uno 1/100 en la misma 
solución), se lavaron tres veces y se incubaron 1 h con anticuerpos secundarios conjugados 
con peroxidasa de rábano diluidos 1/2000 en la misma solución. Después de varios lavados 
con la solución de bloqueo la señal del dsRNA se visualizó por quimioluminiscencia 
empleando el kit ECL. 
Para estudiar las proteínas celulares presentes en los tubos virales purificados mediante 
la elaboración de mapas peptídicos por espectroscopía de masas MALDI-TOFF (Navarro-
Lerida y cols., 2004), realizamos SDS-PAGE empleando geles de poliacrilamida al 8% y al 
15%. Posteriormente analizamos todas aquellas bandas que sólo estaban presentes en las 
fracciones con tubos. El análisis mediante la elaboración de mapas peptídicos por 
espectroscopía de masas MALDI-TOFF se realizó de la siguiente forma: tras recortar las 
bandas de interés empleando un bisturí, se eliminó la acrilamida empleando acetonitrilo, se 
redujeron los residuos de cisteína empleando DTT 10 mM en (NH4)HCO3 25 mM pH 8,0 
durante 30 min a 56ºC y se tripsinizaron las bandas empleando tripsina a una concentración 
de 12,5 ng/µl en en (NH4)HCO3 25 mM pH 8,0 durante toda la noche a 37ºC. A continuación, 
una alícuota de 0,4 µl de la solución matriz (ácido 2,5-dihidroxibenzoico 5 g/l en acetonitrilo 
acuoso al 33% y TFA 0,1%) se depositó de forma manual en un AnchorChipTM MALDI 
probe de 400 µm (Bruker Daltonic, Bremen, Alemania) y se dejó secar a temperatura 
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ambiente para después añadir 0,4 µl de la proteína de interés tripsinizada. Tras dejarla secar a 
temperatura ambiente, las muestras fueron analizadas en un espectómetro de masas MALDI-
TOFF Bruker ReflexTM (Bruker-Franzen Analytic, Bremen, Alemania) a un voltaje de 
aceleración de 20 kV. Por último, las masas obtenidas de los péptidos tripsinizados fueron 
comparadas con las de base de datos no redundante NrNCBI (www.ncbi.nlm.nih.gov) 
empleando el motor de búsqueda MascotTM (Matrix Science, London, Reino Unido). 
 
10.- Preparación de muestras para microscopía óptica de fluorescencia. 
Tras fijar las células con PFA al 4% a 4ºC durante 30 min, se permeabilizaron 10 min 
en PBS, saponina al 0,25% y se bloquearon 30 min en PBS, saponina al 0,25% y BSA al 2%. 
A continuación se incubaron 1 h con los anticuerpos primarios en la dilución adecuada en 
PBS, saponina al 0,25%, BSA al 0,1% y después de lavar con PBS se incubaron 1 h con los 
anticuerpos secundarios conjugados con sondas fluorescentes en el mismo tampón. 
Posteriormente se lavaron con PBS y se montaron los cubres con ProLong Gold. En el caso 
de los marcajes con los anticuerpos anti-P150 ó anti-P90, las células se bloquearon 1 h con 
PBS, saponina al 0,25% y suero de cabra al 20%. El anticuerpo primario se incubó durante 
toda la noche a 4ºC en PBS, suero de cabra al 2% y el secundario se incubó durante 1 h a 
temperatura ambiente en PBS, saponina al 0,25% y suero de cabra al 2%. 
En el caso de la faloidina conjugada con la sonda fluorescente Alexa 660, se incubó a la 
vez que los anticuerpos secundarios. El DAPI y el ToPro, se incubaron posteriormente a los 
anticuerpos secundarios, en un paso adicional y diluidos en PBS, BSA al 0,1% y saponina al 
0,25%. Lysotracker y Mitotracker, sondas para células vivas, se incubaron en el medio de 
crecimiento de las células a 37ºC a una concentración de 200 nM durante 45 min y a una 
concentración de 500 nM durante 2 h, respectivamente. Posteriormente se fijaron en PFA al 
4% para continuar con el protocolo general descrito, pero empleando saponina al 0,1%. 
Los análisis por microscopía óptica se realizaron en un microscopio de fluorescencia 
Leica DM RD, o en un microscopio confocal Bio-Rad Radiance 2100. Los estudios de co-
localización se realizaron empleando el programa LaserPix (Bio-Rad). 
 
11.- Procesamiento para microscopía electrónica de transmisión. 
11.1.- Estudio de los tubos y virus purificados producidos durante la infección por el 
VBUN. 
Para inmunomarcar los tubos purificados, se trataron con saponina 0,05% en PBS 15 
seg (tratamientos cortos) ó 1 min (tratamientos largos) y se fijaron con glutaraldehído 0,05% 
en PBS (5 min). Posteriormente se bloquearon las posibles uniones inespecíficas incubando la 
muestra con TBG (tampón Tris, gelatina al 1%, BSA al 0,1%), para a continuación incubarla 
con los anticuerpos primarios correspondientes y con los anticuerpos secundarios conjugados 
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con oro coloidal. Las partículas virales purificadas se adhirieron a rejillas de microscopía 
electrónica y se trataron 3 min con sacarosa 1 M. Después de lavarlas con PBS se procesaron 
para inmunomarcaje. Posteriormente, tanto los tubos como los virus se tiñeron mediante una 
incubación de 30 seg en acetato de uranilo (AU) al 2% (tinción negativa). 
 
11.2.- Inclusión en epoxy resina EML-812. 
Las células a estudiar por microscopía electrónica se procesaron según el protocolo 
descrito en Novoa y cols., (2005b): las células fueron fijadas en glutaraldehído al 1% con 
ácido tánico al 0,5 % en HEPES. Tras levantar las monocapas con un raspador y lavarlas con 
HEPES, se eliminó el medio y se añadió tetróxido de osmio (OsO4) al 1% y ferricianuro 
potásico [K3Fe(CN)6] al 0.8% durante 1 h a 4ºC. Después de lavar con HEPES, se añadió AU 
al 2% durante 40 min a 4ºC y tras volver a lavar con HEPES se deshidrató la muestra en 
concentraciones crecientes de acetona (50, 70, 90% y dos veces con acetona al 100%), a 4ºC, 
10 min por cada concentración, para infiltrar durante toda la noche con una mezcla de 
acetona:epoxy resina EML-812 (Taab Laboratories, Adermaston, Berkshire, Reino Unido) 
(1:1). Al día siguiente se cambió el medio por resina EML-812 100% y pasado otro día se 
cambió de nuevo la resina y se polimerizó a 60ºC durante tres días. 
 
11.3.- Cortes orientados de monocapas celulares. 
Para el estudio mediante cortes orientados de monocapas celulares, las células fueron 
crecidas en Thermanox® (Nunc) y posteriormente fijadas y procesadas según el protocolo 
descrito en el apartado "11.2.- Inclusión en epoxy resina EML-812 de materiales y métodos", 
polimerizando las muestras en moldes planos. Una vez polimerizada la resina, la monocapa 
fue reorientada de tal forma que se seccionara paralela al sustrato de las mismas, comenzando 
por la parte basal (Fontana y cols., 2007b, 2008). 
 
11.4.- Protocolo general de criosustitución para un análisis ultraestructural detallado. 
Para realizar la criosustitución de células en epoxy resina EML-812, se siguió el 
protocolo descrito en Risco y cols., (2002). Las células fueron fijadas en glutaraldehído al 1% 
y ácido tánico al 0,5% en HEPES. Tras levantar las monocapas con un raspador y lavarlas con 
HEPES, se crioprotegieron a temperatura ambiente con glicerol al 30% para a continuación 
congelarlas a alta velocidad (aproximadamente 104 °C/s) por inmersión en etano/nitrógeno 
líquido empleando una unidad de criofijación casera. Después de criosustituir las células en la 
unidad de criosustitución automática (AFS, del inglés “automatic freeze-substitution system”) 
Leica EM AFS2 empleando como medio de criosustitución OsO4 al 1% en acetona a -90ºC 
durante 48 h, se elevó gradualmente la temperatura a 4ºC durante 1 h, se mantuvieron las 
muestras a 4ºC 30 min y se elevó gradualmente la temperatura hasta 22ºC. Por último, las 
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muestras se infiltraron como está descrito en el apartado "11.2.- Inclusión de células en epoxy 
resina EML-812 de materiales y métodos". 
 
11.5.- Criosustitución para inmunomicroscopía electrónica. 
Para realizar la criosustitución de células y su posterior estudio por inmunomicroscopía 
electrónica, las células fueron fijadas en PFA al 4% y glutaraldehído al 0,1% en PBS durante 
30 min a 4ºC. Tras levantar las monocapas con un raspador y lavarlas con PBS, se 
crioprotegieron a temperatura ambiente con glicerol al 30% para a continuación congelarlas a 
alta velocidad (aproximadamente 104 °C/s) por inmersión en etano/nitrógeno líquido 
empleando una unidad de criofijación casera. Después de criosustituir las células en la unidad 
Leica EM AFS2, empleando como medio de criosustitución AU al 0,5% en metanol a -90ºC 
durante 48 h, se elevó la temperatura a -20ºC y se infiltraron en concentraciones crecientes de 
mezclas de metanol y resina Lowicryl K4M (Taab Laboratories, Adermaston, Berkshire, 
Reino Unido), para finalmente mantenerlas en Lowicryl K4M puro durante otras 48 horas. 
Pasado ese tiempo, se polimerizó la resina con luz ultravioleta durante 24 h a -20ºC y otras 48 
h a 20ºC. La subida de temperatura se realizó de forma gradual durante 1 h. 
 
11.6.- Obtención de cortes ultrafinos: post-tinción e inmunomarcaje. 
Las muestras polimerizadas se cortaron en un ultramicrotomo Leica EM UC6 
empleando cuchillas de diamante de 45º de inclinación (Diatome Ltd., Suiza). Los cortes 
obtenidos, de aproximadamente 50 nm de grosor (estimado por el color del corte), se 
recogieron con un Perfect Loop (Diatome Ltd., Suiza) y se depositaron en rejillas de cobre sin 
plástico para el estudio ultraestructural, o en rejillas de oro cubiertas de formvar al 0,25% y 
carbón para el estudio por inmunomicroscopía. En el caso de estudios para ultra-estructura, 
las células se tiñeron con AU saturado (30 min) y con citrato de plomo al 0,2% y NaOH al 
0,4% en agua (entre 2 y 3 min). En el caso de muestras procesadas para inmunomarcaje se 
siguió el protocolo descrito previamente (Risco y cols., 2002): las secciones se incubaron 10 
min con cloruro amónico (NH4Cl) 0,2 M para bloquear los grupos aldehído libres, se 
bloquearon las posibles uniones inespecíficas con TBG (10 min) y se incubaron con los 
anticuerpos primarios y posteriormente con los secundarios conjugados con oro coloidal 
diluidos en TBG (1 h cada uno). Para detectar el dsRNA, las secciones fueron tratadas 15 min 
a 37°C con proteinasa-K 1 µg/ml en Tris-EDTA antes del inmunomarcaje. Para teñir las 
células, se incubaron 30 min en AU saturado. En todos los casos, las células se estudiaron 
posteriormente en un microscopio electrónico JEOL 1200-EX II a 80 kV. 
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11.7.- Obtención de criosecciones e inmunomarcaje. 
El protocolo de obtención de criosecciones e inmunomarcaje está basado en protocolos 
descritos anteriormente (Salanueva y cols., 2003; Peters y cols., 2006). Las células fueron 
fijadas en PFA al 4% en PBS con o sin glutaraldehído al 0,1% durante 30 min a 4ºC. Tras 
levantar las monocapas con un raspador y lavarlas con PBS se incluyeron en gelatina al 10% 
en PBS, previamente calentada a 37ºC y se mantuvieron a 4ºC durante una noche. Al día 
siguiente se seccionó el pellet de células en cubos de aproximadamente 0,5 mm de lado y se 
crioprotegieron en sacarosa 2,3 M en PBS durante 24 h. A continuación se congelaron las 
muestras a alta velocidad (aproximadamente 104 °C/s) por inmersión en etano/nitrógeno 
líquido empleando la unidad de criofijación Leica CPC, para posteriormente pulir y tallar el 
frente empleando una cuchilla de diamante "Cryo-trim" con un ángulo de inclinación de 45º 
(Diatome Ltd., Suiza). Los cortes ultrafinos (de aproximadamente 50 nm de grosor) se 
obtuvieron empleando una cuchilla de diamante "Cryo-immuno" con un ángulo de inclinación 
de 35º (Diatome Ltd., Suiza) en un crioultramicrotomo Leica EM UC6. Una vez obtenidas las 
secciones, se recogieron en rejillas de oro recubiertas de formvar al 0,25% y carbón, 
empleando un Perfect Loop (Diatome Ltd., Suiza). Para ello, utilizamos metilcelulosa 2%-
sacarosa 2,3 M en relación 1:1, almacenándose los cortes en dicho medio a 4ºC durante 72 h 
como máximo. Para realizar el inmunomarcaje, se eliminó la metilcelulosa-sacarosa 
calentando 20 min los cortes en gelatina al 2% en PBS a 37ºC. Posteriormente se incubaron 
las secciones con glicina 0,15% en PBS para bloquear los grupos aldehído libres (4 lavados de 
3 min cada uno) y se empleó PBS-BSA al 1% (2 incubaciones de 5 min cada una) como 
solución de bloqueo. A continuación se incubaron 1 h con los anticuerpos primarios diluidos 
en la solución de bloqueo, se lavaron en PBS-BSA 0,1% (5 lavados de 2 min cada uno) y se 
incubaron con los anticuerpos secundarios conjugados con oro coloidal diluidos en la solución 
de bloqueo (1 h). Después de lavar los cortes en PBS-BSA al 0,1% (7 lavados de 2 min cada 
uno), se fijaron durante 5 min empleando PBS-glutaraldehído al 1%. Por último se lavaron 
con agua (7 lavados de 2 min cada uno) y se tiñeron incubándolas en metilcelulosa 2%:AU 
saturado (en relación 9:1) a 4ºC entre 5 y 10 min. 
11.8.- Incorporación de BrUTP. 
El RNA viral recién sintetizado en células BHK-21 infectadas por el VBUN fue 
localizado entre las 4 y las 5 h p.i. empleando BrUTP 10 mM. 1 h antes de la incubación con 
BrUTP, las células fueron tratadas con 10 µg/ml de actinomicina-D para bloquear la síntesis 
del RNA celular (la actinomicina-D se une al DNA al iniciarse la transcripción, evitando así 
la elongación por parte de las RNA polimerasas celulares. El BrUTP se introdujo en las 
células empleando el agente liposomal para la transfección DOTAP como está descrito en 
Westaway y cols., (1999). Para ello, el BrUTP se incubó con un volumen igual de DOTAP 
durante 10 min a 20ºC y posteriormente se incubaron las células con 10 µl de la mezcla 
BrUTP-DOTAP diluidos en 300 µl DMEM en presencia de actinomicina-D durante 1 h a 
37ºC. A continuación, las células se lavaron con PBS, se fijaron con PFA al 4% y 
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glutaraldehído al 0,05% en PBS y se procesaron como está descrito en el apartado "11.7.- 
Obtención de criosecciones e inmunomarcaje de materiales y métodos" para realizar un 
marcaje empleando el anticuerpo monoclonal contra la bromodeoxiuridina (que también 
reconoce a la bromouridina) y anticuerpos secundarios conjugados con oro coloidal. 
 
11.9.- Congelación a alta presión. 
 11.9.1.- Congelación de suspensiones celulares. 
Para la HPF, optimizamos el protocolo de crioinmobilización por HPF de suspensiones 
celulares procedentes de la tripsinización de monocapas celulares. Para ello, las monocapas 
celulares se trataron con tripsina al 0,25% y EDTA al 0,02% y se recogieron en DMEM 
suplementado con FBS al 10%, obteniendo una suspensión de células. Estas suspensiones se 
centrifugaron 5 min en una centrífuga de mesa a 1400 revoluciones por minuto a 4ºC y el 
pellet se cargó en un adaptador comercial de Leica denominado "planchette". Finalmente se 
crioinmobilizaron en ~40 milisegundos a una presión aproximada de 2000 bares y a ~8000 
ºC/seg en la unidad de HPF Leica EM PACT. Desde que se sacaron de los incubadores, las 
células tardaron en vitrificarse un máximo de 10 min, incluyendo el tiempo de centrifugación. 
Una vez crioinmobilizadas las células, se mantuvieron en nitrógeno líquido hasta el momento 
de la criosustitución. 
 
 11.9.2.- Desarrollo de un protocolo de criosustitución para tomografía electrónica. 
Para la criosustitución de las células crioinmobilizadas por HPF y su posterior estudio 
por ET, éstas se transfirieron a la unidad Leica EM AFS2 pre-enfriada a -160ºC y se elevó la 
temperatura hasta -90ºC a 20ºC/h. La criosustitución se realizó durante 24 h a esta 
temperatura empleando diferentes medios: (1) OsO4 2%, AU 0,1% en acetona, (2) OsO4 1%, 
glutaraldehído 0,25% en acetona, (3) AU 0,5% en metanol, (4) AU 0,5%, glutaraldehído 1% 
en metanol, (5) AU 0,5% en acetona y (6) AU 2% en acetona. Los dos primeros medios se 
incluyeron en epoxy resina EML-812 y los otros cuatro en resina Lowicryl HM23. Para la 
inclusión en EML-812, las muestras se calentaron hasta -30ºC a 1ºC/h y después se 
transfirieron a hielo. Después de tres lavados en acetona, la inclusión se realizó en 
concentraciones crecientes de EML-812 en acetona (3:1, 1:1 y 1:3, acetona:EML-812) y 
finalmente en EML-812 puro. Los lavados se realizaron a 4ºC y la inclusión a temperatura 
ambiente. La polimerización se realizó a 60ºC durante 72 h. Para la inclusión en HM23 tras la 
criosustitución, se elevó la temperatura hasta -40ºC a 20ºC/h y se lavaron dos veces con etanol 
pre-enfriado. La infiltración se realizó a -40º en concentraciones crecientes de HM23 diluido 
en etanol (3:1, 1:1 y 1:3, etanol:HM23), y finalmente en HM23 puro. Después de la inclusión, 
la polimerización se realizó empleando luz ultravioleta 48 h a -40ºC, y posteriormente otras 
48 h a temperatura ambiente (la temperatura se elevó a 10ºC/h). 
Caracterización de los complejos replicativos de virus RNA 
 
 60
Después de la polimerización, las "planchettes" y los discos de zafiro se separaron de la 
resina mediante inmersión en nitrógeno líquido y las secciones se obtuvieron en un 
crioultramicrotomo Leica UC6 a temperatura ambiente. Las secciones ultrafinas (~50 nm) y 
semigruesas (~200 nm) se estudiaron en un microscopio electrónico JEOL 1200-EX II a 100 
kV, con o sin post-tinción de 30 min con AU saturado y 2 min 30 seg con citrato de plomo al 
0,2% y NaOH al 0,4%.  
 
12.- Reconstrucción 3D. 
12.1.- Reconstrucción 3D de cortes seriados. 
Los cortes ultrafinos para las series se obtuvieron en un ultramicrotomo Leica UC6. La 
recogida de los mismos se realizó empleando un Perfect Loop (Diatome Ltd., Suiza), 
depositándolos en rejillas de cobre de barras paralelas recubiertas por formvar al 1% y carbón 
anotando el orden de los mismos, para su posterior estudio por microscopía electrónica 
(Fontana y cols., 2007b, 2008). Para determinar la zona a reconstruir, se buscaron factorías 
virales que presentaran zonas de interés en los cortes centrales de la serie, para a continuación 
fotografiar la misma zona en todos los cortes. Una vez fotografiada la zona de interés, se 
escanearon los negativos en un escáner EPSON perfection 3170 PHOTO a 600 píxeles por 
pulgada. Posteriormente, las imágenes se normalizaron a una media de niveles de grises de 
128, con una desviación estándar igual a la media de las desviaciones estándar de las 
imágenes de la serie, empleando el paquete de software Bsoft (http://www.niams.nih.gov/rcn/ 
labbranch/lsbr/software/bsoft/bsoft.html; Heymann y Belnap, 2007). A continuación  se 
alinearon empleando el programa Reconstruct (http://synapses.bu.edu/tools/index.htm; Fiala, 
2005), se filtraron aplicando tres veces un filtro mediana (van der Heide y cols., 2007) y se 
segmentaron y visualizaron empleando el programa Amira (TGS Europe, Merignac, Francia). 
Para realizar dicha segmentación contamos con conocimientos previos de las factorías virales 
obtenidos a partir de las imágenes 2D, asignando identidades sólo en el caso en el que fuesen 
claramente identificables. El tamaño del voxel obtenido mediante esta técnica tiene una 
resolución anisotrópica (es decir, una resolución diferente en los diferentes ejes) de 
aproximadamente 4 nm en los ejes XY y 50 nm en el eje Z. 
 
12.2.- Reconstrucción 3D mediante tomografía electrónica. 
Para la ET, recogimos secciones semigruesas en rejillas Quantifoil® (R 3.5/1 Cu/Rh, 
Quantifoil Micro Tools, Jena, Alemania) que poseen una capa de carbón agujereada. 
Posteriormente se visualizaron sin ningún tipo de post-tinción en un microscopio electrónico 
TecnaiG2 FEG200 a 200 kV, empleando un criobrazo Gatan a temperatura ambiente. 
Obtuvimos series de inclinación a lo largo de un solo eje entre -60º y +60º siguiendo un 
esquema Saxton, realizando unas 75 proyecciones por serie de inclinación. Las imágenes se 
grabaron en una cámara con dispositivo de cargas eléctricas interconectadas (CCD, del inglés 
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"charge-coupled device") de Gatan (modelo 794) empleando el programa suministrado por 
FEI. La función de transferencia de contraste (CTF, del inglés "contrast transfer function") de 
las imágenes fue determinada y corregida empleando el paquete de programas TOMOCTF 
(Fernandez et al., 2006). Para ello primero se determinó el desenfoque global de la serie de 
inclinación y a continuación se aplicaron las correcciones correspondientes a cada imagen de 
la serie, corrigiendo la CTF en tiras paralelas al eje de inclinación de la serie en las que se 
puede considerar que el desenfoque es constante. Las imágenes se alinearon y reconstruyeron 
empleando el programa TomoJ (Messaoudii y cols., 2007) (http://u759.curie.psud.fr/ 
softwaresu759.html), un programa que permite el alineamiento de la serie de inclinación sin 
marcadores fiduciales y la reconstrucción de la misma empleando además de la retro-
proyección ponderada otros métodos de reconstrucción iterativos como la técnica de 
reconstrucción algebraica o la técnica de reconstrucción iterativa simultánea. El filtrado de las 
imágenes se realizó empleando una estrategia similar a la descrita en Cyrklaff y cols., (2005): 
obtuvimos una máscara del tomograma empleando un filtro gaussiano, que aplicamos al 
tomograma filtrado con TOMOAND (Fernández y Li 2003), un programa informático basado 
en la difusión no linear anisotrópica que permite el filtrado de los tomogramas. La cantidad de 
material a mostrar en el modelo 3D ("threshold") se determinó empleando el algoritmo 
descrito en Cyrklaff y cols., (2005). Este algoritmo está basado en la suposición de que las 
distribuciones de la señal y el ruido siguen una curva gaussiana, y determina el punto que 
mejor las separa. La segmentación y visualización del modelo, se realizó empleando AMIRA 
(TGS Europe, Merignac, Francia). Sólo se seleccionaron los elementos que no presentaban 
ninguna duda acerca de su identidad. La resolución de los tomogramas se calculó empleando 
el comando Bresolve del paquete de programas Bsoft (Heymann y cols., 2008) empleando el 
criterio FSCe/o descrito en (Cardone y cols., 2005). En este artículo se propone para la 
determinación de la resolución del tomograma la comparación de las reconstrucciones 
obtenidas de forma independiente empleando o bien las imágenes pares o bien las impares de 
la serie de inclinación. Las resoluciones obtenidas en este trabajo están comprendidas entre 
los 7 y los 10 nm.  
 




























1.- Virus Bunyamwera. 
Como se ha descrito en la introducción, en estudios previos de nuestro laboratorio 
centrados en la morfogénesis del VBUN se realizó la caracterización detallada de las formas 
virales intracelulares y los viriones infectivos extracelulares (Salanueva y cols., 2003, Novoa 
y cols., 2005b). En este estudio hemos profundizado en el conocimiento de los elementos que 
componen la factoría del VBUN centrándonos en los tubos virales descritos en Salanueva y 
cols., (2003), su ensamblaje en el aparato de Golgi, su relación con los orgánulos reclutados 
en la factoría y su función en el contexto del ciclo vital del VBUN. 
1.1.- Formación de la factoría del VBUN. 
El movimiento de las mitocondrias a la zona perinuclear de células infectadas 
observado en trabajos anteriores del laboratorio (Novoa y cols., 2005a y b) sugería la 
formación de una factoría viral inducida por el VBUN. Para estudiar la formación de esta 
factoría se hicieron marcajes con anticuerpos anti-Gc, una de las glicoproteínas virales que 
durante la infección localiza en el Golgi (Shi y cols., 2004) y con marcadores de 
endomembranas (RER y Golgi). De esta forma al marcar la factoría junto con el RER en 
células BHK-21, observamos que mientras que en células control el RER está disperso por 
todo el citoplasma (figura R1A) en las células infectadas localiza rodeando la factoría del 
VBUN (figura R1B). El Golgi también sufre importantes cambios durante la infección y 
mientras que en células BHK-21 control presenta una morfología perinuclear característica 
(figuras R1C y D), en las células infectadas se compacta (figuras R1E y F) y pasa de una 
distribución perinuclear a un lado del núcleo, con un patrón similar al de Gc. Esta 
compactación puede apreciarse localizando el Golgi con anticuerpos anti-gigantina (marcador 
del cis/medial-Golgi, figuras R1C y E) o anti-Gal-T (marcador del trans-Golgi, figuras R1D y 
F).  
Para correlacionar estas imágenes de microscopía de fluorescencia con imágenes 
equivalentes de microscopía electrónica, es necesario obtener cortes orientados paralelos a la 
base de las células (figura R1G). Si además de realizar cortes orientados analizamos todos los 
planos de la célula, estaremos haciendo un estudio más representativo y completo, 
posibilitando una cuantificación más exacta de las estructuras presentes en una célula 
completa. Cuando estudiamos la factoría viral a mayor magnificación, se aprecian los 
diferentes intermediarios del proceso de morfogénesis del VBUN (vI y vII, figura R1H) 
(Salanueva y cols., 2003, Novoa y cols., 2005b). En la zona de ensamblaje, podemos observar 
también los tubos virales, que pueden seccionarse de forma longitudinal, es decir, a lo largo 
de la dimensión mayor del tubo (R1H, flecha) o de forma transversal, perpendicular a la 
dimensión mayor del tubo (R1H e I, puntas de flecha). Gracias al estudio por cortes seriados 
hemos podido determinar que estos tubos virales presentan dos dominios, uno globular (R1J, 
punta de flecha) y otro tubular (R1J, flecha), que están abiertos al citoplasma (flechas, figuras 
R1H, J y K) y que el número de tubos en la factoría viral es bastante mayor que el 
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previamente estimado en Salanueva y cols., (2003), llegando a observar más de cincuenta en 
algunas células. 
 
Figura R1. La infección del virus Bunyamwera genera una factoría en la que localizan los tubos 
virales. 
(A a F) Proyecciones en el eje Z de secciones ópticas obtenidas por microscopía confocal. (A y B) Marcaje del RER 
(anticuperpo primario anti-PDI, en rojo), del núcleo (To-Pro, en azul) y de la factoría viral (anticuerpo primario anti-Gc, en 
verde), en células BHK-21 control (A) e infectadas (B). (C a F) Marcaje del Golgi empleando como anticuerpos primarios 
anti-gigantina (C y E) o anti-Gal-T (D y F) en células BHK-21 control (C y D) o infectadas a 1 UFP/célula a 10 h p.i. (E y F). 
Tras los anticuerpos primarios se emplearon anticuerpos secundarios conjugados con sondas fluorescentes. (G a K) Secciones 
ultrafinas de células BHK-21 infectadas a 1 UFP/célula a 10 h p.i. incluídas en epoxy resina EML-812 estudiadas por TEM. 
(G) Corte orientado de una célula en la que se puede ver un plano de la factoría (círculo punteado). (H) Imagen de una 
factoría viral a mayor magnificación en la que se se aprecian virus intracelulares tipo I (vI) y tipo II (vII) y tubos virales, 
seccionados de forma longitudinal (flecha) o transversal (puntas de flecha). (I) Factoría viral con numerosas estructuras 
globulares (puntas de flecha) con una baja electrón densidad interna. (J) Los tubos presentan dos dominios, uno globular o 
cabeza (punta de flecha) y otro alargado o tubo (flecha). (K) Los dominios globulares de los tubos están abiertos al 




1.2.- Caracterización de los tubos virales in situ. 
Para entender las vistas generadas al seccionar los tubos virales, realizamos un estudio 
exhaustivo mediante cortes seriados. Las secciones que se pueden generar al cortar los tubos 
producidos durante la infección del VBUN están resumidas en las figuras R2A-E. Cuando se 
secciona un tubo de forma longitudinal (figura R2A), pueden apreciarse los dominios globular 
y tubular. Si estos dominios se seccionan de manera transversal, observamos estructuras 
circulares que sólo se diferencian por el tamaño. De esta forma se aprecia que el dominio 
globular (figura R2B) tiene un diámetro siempre mayor de 100 nm y muy frecuentemente 
entre unos 120-150 nm y el dominio tubular (figura R2C) presenta una sección menor de 100 
nm de diámetro. El ensamblaje de los componentes que forman los dominios globulares de 
los tubos, pueden producir arcos abiertos al citosol en los sáculos del Golgi (figura R2D), que 
en ocasiones se visualizan como estructuras globulares (figura R2E). Es importante recalcar 
que en todos los casos los tubos contienen un interior poco electrón denso. Este hecho 
contrasta con la densidad electrónica en el interior de los virus intracelulares tipo I (figura 
R2F), tipo II (figura R2G) o de los virus extracelulares (figura R2H), que en secciones tienen 
un tamaño aproximado de 70 nm de diámetro. Por lo tanto, podemos diferenciar un tubo 
cortado de forma transversal por el dominio globular (figura R2B) de un virus (figuras R2F a 
H) tanto por su tamaño como por su densidad interior, y un tubo cortado de forma transversal 
por el dominio tubular (figura R2C) de un virus (figuras R2F a H) por la mayor densidad en el 
interior de este último. Otra diferencia entre los tubos y los virus es su localización: mientras 
que los tubos virales siempre están insertados en las membranas del Golgi (figura R1H), 
localizándose de forma preferente en los extremos de las cisternas, los virus siempre se 
localizan libres en el lumen de un compartimento membranoso (figura R2F), bien en los 
sáculos del Golgi o bien en vesículas de secreción. Si a pesar de las diferencias existentes 
entre los diferentes tipos de partículas, existe duda en cuanto a asignación morfológica, la 
partícula en cuestión no es tenida en cuenta para el análisis correspondiente. Este hecho 
ocurre en un porcentaje muy bajo del total de las partículas estudiadas. 
En criosecciones para la inmunodetección de componentes específicos, los detalles 
estructurales de los virus y los tubos cambian. Esto es debido a que el protocolo empleado 
prioriza la preservación antigénica y una muy buena definición de membranas pero las 
estructuras proteicas se distinguen con dificultad. En este caso, es difícil obtener vistas 
longitudinales claras de los tubos (lo que apunta a que el dominio alargado podría tener un 
alto contenido proteico). Por otro lado, en secciones transversales el interior de los virus y los 
tubos es igual de electrón denso. Además, las secciones de tubos y virus presentan un 
diámetro menor con respecto a las secciones en resina: 65 nm para los virus y entre 100-130 
nm para los tubos seccionados transversalmente por el dominio globular. Por lo tanto, en 
criosecciones podremos diferenciar el dominio globular del tubo gracias a su tamaño (figura 
R2J, punta de flecha) y los virus por su localización en el lumen de compartimentos 
membranosos (figura R2J, v). 
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 Para determinar qué proteínas están presentes en el tubo, realizamos estudios de 
inmunomicroscopía electrónica en secciones. Mediante inmunomarcaje en criosecciones 
detectamos en los tubos gigantina, proteína de la matriz del Golgi (figura R2I). El hecho de 
que el anticuerpo que empleamos reconoce la parte citoplásmica de la proteína y que el 
inmunomarcaje localiza en el interior del tubo, nos hace plantearnos un posible mecanismo de 
crecimiento del tubo hacia el interior de las cisternas del Golgi. También localizamos en el 
dominio globular de los tubos L (figuras R2J y K, puntas de flecha) y nucleocápsida viral 
(figura R2L, punta de flecha), moduladora de la actividad de L. La primera está presente 
además en virus intracelulares (figura R2J, v) y la proteína de la nucleocápsida, en la zona cis 
del Golgi (figura R2L, flechas), lugar de ensamblaje viral. Igualmente localizamos dsRNA, un 
intermediario de la replicación viral (figuras R2M y R2N) y BrU, incorporada a las hebras de 
RNA recién sintetizadas, (figuras R2O y R2P) en el dominio globular de los tubos mediante 
inmunomarcaje en secciones de células criosustituídas y en criosecciones respectivamente. 
Por lo tanto, hemos localizado in situ en el dominio globular de los tubos todos los factores 
implicados en la replicación del genoma viral, lo que apunta a que el complejo replicativo del 
VBUN localiza en dicho dominio. 
 
1.3.- Caracterización de los tubos purificados. 
Para profundizar en la caracterización de los tubos virales en cuanto a su estructura y 
composición y confirmar los marcajes realizados en secciones, estudiamos los tubos in vitro 
tras su purificación a partir de células infectadas. Entre los productos empleados para realizar 
purificaciones mediante centrifugación se encuentra el Optiprep®, una preparación estéril de 
iodixanol al 60% (p/v). Esta preparación es metabólicamente inactiva y no interacciona ni se 
une a los compuestos celulares. Además, las purificaciones realizadas mediante Optiprep®, 
preservan mejor la estructura del material purificado, obteniendo partículas más intactas. Por 
estos motivos, en comparación con los gradientes de cloruro de cesio o sacarosa y 
centrándonos en purificaciones de virus, el Optiprep® permite una mayor recuperación de 
virus del gradiente, se obtiene una mejor relación entre el número de partículas físicas 
obtenidas y el número de partículas infectivas y los ensayos de titulación de virus infectivos 
pueden realizarse sin tener que dializar el Optiprep® después de la purificación. Por todo ello, 
y teniendo en cuenta los buenos resultados empleando este compuesto en nuestro laboratorio 
para purificar los virus intracelulares, realizamos la purificación de los tubos virales 
empleando centrifugaciones en gradientes de Optiprep®, mediante un protocolo modificado 







Figura R2. Las cabezas de los tubos virales contienen todos los factores relacionados con la 
replicación del VBUN. 
Secciones ultrafinas de células BHK-21 infectadas a 1 UFP/célula a 10 h p.i. estudiadas por TEM. 
(A a H) Células incluidas en epoxy resina EML-812. (A) Corte longitudinal de un tubo, en el que se 
aprecian los dominios globular y tubular, que seccionados de forma transversal generan las vistas de (B y 
C) respectivamente. El ensamblaje de los componentes que forman los dominios globulares de los tubos 
generan arcos (D) o estructuras globulares (E). (F) Virus intracelular tipo I (flecha) y arco de maduración 
(punta de flecha). (G) Virus intracelular tipo II. (H) Virus extracelular. (I a P) Inmunomarcaje con 
anticuerpos primarios específicos seguidos de anticuerpos secundarios conjugados con oro coloidal 
realizados en criosecciones (I a L, O y P) y en secciones de células criosustituídas e incluídas en resina 
Lowicryl K4M (M y N). Las puntas de flecha señalan los dominios globulares de los tubos. 
Inmunomarcajes con anti-gigantina (I), anti-L [Pol, (J y K); v, virus], anti-nucleocápsida [Nuc, (L); las 
flechas señalan la zona cis del Golgi], anti-dsRNA (M y N) y anti-BrU (O y P). En (A a H y J), los 
diámetros de ambos dominios del tubo están marcados en azul y los de los virus en rojo para facilitar la 
comparación de tamaños. En (M) la periferia del Golgi está delimitada con una línea discontinua. Barras: 
100 nm en (A a M, O y P); 50 nm en (N). 
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 Tras la realización del gradiente de Optiprep®, obtuvimos diferentes fracciones 
enriquecidas en tubos virales (figura R3A). Entre ellas, algunas presentaban tubos 
"completos" (en los que se apreciaban los dominios tubular y globular, figura R3B; comparar 
con la figura R2A) y otras con solamente dominios globulares o tubulares. Este hecho podría 
estar causado por un punto "débil" en la estructura del tubo entre ambos dominios. Los 
dominios tubular y globular son distinguibles incluso tras tratamientos con saponina (figura 
R3C). Cuando el agente de tinción penetra en el tubo, se aprecia una estructura fibrosa en su 
interior (figura R3D). En los tubos purificados hemos detectado dsRNA mediante dot-blot 
(figura R3E), L y NSm mediante western-blot (Pol y NSm respectivamente, figura R3F) y 
nucleocápsida mediante SDS-PAGE y tinción con azul de Coomassie (Nuc, figura R3F). La 
banda del peso molecular de la nucleocápsida fue posteriormente identificada como tal 
mediante western-blot. Sin embargo, no obtuvimos señal mediante western-blot en los tubos 
virales para las glicoproteínas Gc y Gn y para la proteína no estructural NSs. 
Para asegurar que estas señales no provenían de proteínas co-purificadas en las 
fracciones de los tubos virales, realizamos inmunomarcajes en los tubos purificados. Para 
ello, fue necesario permeabilizar los tubos con saponina a tiempos cortos (15 seg con 
saponina al 0,05% en PBS, figura R3G). Este hecho demuestra que los factores detectados no 
son proteínas adheridas a la superficie de los tubos como contaminantes durante la 
purificación y que deben localizarse en el interior de los tubos virales, ya que sólo se 
marcaban si estos eran permeabilizados. De esta forma en los tubos localizamos L (figura 
R3H) y nucleocápsida viral (figura R3I). Además, en las fracciones de los tubos purificados 
tratados con saponina a tiempos largos (1 min con saponina al 0,05% en PBS) observamos 
numerosas ribonucleoproteínas (figura R3J, campo principal y recuadro). Así, comprobamos 
que los factores implicados en la replicación del VBUN también se detectan en los tubos 
purificados. 
 
1.4.- Presencia de NSm en los tubos virales. 
NSm es una proteína transmembrana que recientemente se ha relacionado con la 
morfogénesis del VBUN (Shi y cols., 2006) y que se acumula en la región del Golgi de las 
células infectadas (Lappin y cols., 1994; Shi y cols., 2006). Tras localizar NSm mediante 
western-blot en los tubos purificados (figura R3F), realizamos estudios de 
inmunomicroscopía electrónica en secciones que muestran que NSm localiza en los dominios 
cilíndrico (figura R4A y B) y globular (figura R4C, recuadro) de los tubos. NSm también se 





Figura R3. Los tubos purificados contienen los factores implicados en la replicación del 
genoma viral. 
(A a D y G a J) Tinciones negativas de las fracciones enriquecidas en los tubos virales estudiadas por TEM. 
(A) Campo a baja magnificación. Tras la centrifugación empleando Optiprep®, se recogieron fracciones de 250 µl 
comenzando desde la parte superior del gradiente. Entre las fracciones enriquecidas en tubos, algunas presentan tubos 
"completos" (fracciones de la 15 a la 17), en las que se diferencian sus dos dominios (B) incluso tras tratamientos con 
saponina (C). Los tubos incompletos (sin dominio globular) se encontraban en las fracciones 21 a 23. (D) En 
ocasiones se aprecia un esqueleto fibroso en el interior del tubo. (E) Detección de dsRNA en las fracciones de tubos 
mediante dot-blot [control negativo (C-) RNA de levaduras, control positivo (C+) dsRNA del virus de la bursitis 
infecciosa, virus extracelulares del VBUN (v) y tubos (T)]. (F) Detección de L (Pol) y de NSm mediante western-blot 
y de nucleocápsida (Nuc) mediante SDS-PAGE y tinción con azul de Coomassie. El tratamiento con saponina a 
tiempos cortos (G), permite la exposición del contenido interno de los tubos, posibilitando el marcaje de L [Pol, (H)] 
y de nucleocápsida [Nuc, (I); las partículas de oro están señaladas por flechas]. En tratamientos con saponina a 
tiempos largos (J), se observan numerosas RNPs (flechas) y tubos muy desestructurados (puntas de flecha). En el 
recuadro de (J), se puede ver a mayor magnificación un tubo (T) en contacto con una RNP (flecha). Barras: 300 nm en 
(A); 100 nm en (B a D, G, H y J); 50 nm en (I). 





Figura R4. NSm localiza en 
los tubos virales y en los virus 
intracelulares. 
Células BHK-21 infectadas a 
1 UFP/célula a 10 h p.i. estudiadas 
por TEM. (A) Inmuno-marcaje de 
NSm en un tubo en células 
criosustituídas e incluidas en resina 
Lowicryl K4M. (B) Tubo similar al 
mostrado en (A), procedente de una 
inclusión en epoxy resina EML-812 
para comparación. (C) 
Inmunomarcaje de NSm en 
criosecciones. Se aprecia señal en la 
zona de ensamblaje viral (flechas) y 
en la cabeza del tubo (punta de 




1.5.- Identificación de proteínas celulares en los tubos virales. 
Para tratar de averiguar más datos acerca de la composición de los tubos, realizamos 
SDS-PAGE empleando geles de poliacrilamida al 8% y al 15%. Posteriormente analizamos 
aquellas bandas presentes en fracciones ricas en tubos y ausentes en fracciones sin tubos 
virales mediante la elaboración de mapas peptídicos por espectrometría de masas MALDI-
TOFF (Tabla R1). Por este método obtuvimos una serie de proteínas celulares candidatas a 
formar parte de la estructura de los tubos, a falta de comprobar la presencia de las mismas en 
tubos purificados y en secciones, para descartar que fuesen contaminantes purificados junto 
con los tubos. Las proteínas detectadas fueron proteínas del citoesqueleto (actina, miosina y 
tubulina), proteínas ribosomales, "retinoblastoma-like protein 2" y el factor de elongación II 
de la traducción eucariota. También hemos identificado la poliproteína M del VBUN (que da 





Tabla R1. Proteínas celulares identificadas en las fracciones enriquecidas en tubos virales mediante 
la elaboración de mapas peptídicos por espectrometría de masas MALDI-TOFF. 
a. Puntuación de MOWSE calculada mediante el motor de búsqueda MASCOT. Las puntuaciones se han 
considerado significativas con un valor de p menor que 0,05 (p<0,05). Para la identificación de las proteínas, se 
empleó la base de datos no redundante NCBI empleando MASCOT 2.1 (www.matrixscience.com). Las 
versiones de la base de datos NrNCBI empleadas fueron: 20050928, 20051014, 20050429 y 20050611. 
 
En este contexto, teniendo en cuenta el contenido filamentoso del interior del tubo 
(figura R3D), nos resultó especialmente interesante estudiar la relación de las proteínas del 
citoesqueleto con los tubos virales. En imágenes de microscopía confocal obtenidas en 
nuestro laboratorio, puede verse cómo a pesar de que en células infectadas la mayoría de la 
actina se redistribuye a la periferia celular, en la zona de la factoría viral se aprecian pequeños 
filamentos de actina con un tamaño compatible con el de los tubos virales (Fontana y cols., 
2008). Por lo tanto, el contenido fibroso de los tubos (figura R3D), podría estar relacionado 
con la presencia de filamentos de actina (figura R5). Así, hemos detectado actina mediante 
western-blot (figura R5A) tanto en las fracciones de los tubos (T) como en las de los virus 
intracelulares purificados (VI y VII), estando ausente en las fracciones de virus extracelulares 
(VE). Este comportamiento es igual al de NSm (Fontana y cols., 2008). La actina también fue 
detectada en las cabezas de los tubos virales (T) y en los virus intracelulares (v) mediante 
inmunomarcaje en criosecciones (figuras R5B y C). Por último, realizamos inmunomarcajes 
con anti-actina en los tubos purificados. Mientras que los tubos intactos (figura R5D) 
mostraban poca o nula señal de actina, cuando estos eran tratados con saponina a tiempos 
cortos (15 seg con saponina al 0,05% en PBS) para permeabilizar la membrana que los rodea, 
se incrementaba la señal de la misma (figura R5E). Cuando el tratamiento con saponina 
colapsaba los tubos, se observaba señal en el material fibroso liberado (figura R5F). Por lo 












cobertura de la 
secuencia 
1 73969194 Miosina I 89 227600 19 8 % 
2 6686330 "Retinoblastoma-like protein 2" 96 129701 12 11 % 
3 33859482 
Factor de elongación 
II de la traducción 
eucariota 
99 96222 9 10 % 
4 6678469 Tubulina 77 50562 8 23 % 
5 809561 Gamma-actina 94 41335 7 21 % 
6 950115 Proteína ribosomal S4 76 29676 8 29 % 
7 58037465 Proteína ribosomal L18A 74 21004 7 39 % 
8 7305445 Proteína ribosomal S16 66 16460 7 37 % 













Figura R5. La actina está presente en los tubos virales y en los virus intracelulares. 
(A) Detección de actina mediante western-blot. Observamos resultado positivo tanto en las fracciones de 
tubos (T) como en las de virus intracelulares purificados (VI y VII) y resultado negativo en las fracciones de los 
virus extracelulares purificados (VE). Como control de carga, empleamos la nucleocápsida (Nuc). (B y C) 
Inmunomarcaje de actina en criosecciones de células BHK-21 infectadas a 1 UFP/célula a 10 h p.i. estudiadas 
por TEM (v virus, T tubo). (D a F) Inmunomarcaje de actina en tubos purificados intactos (D) o tratados con 
saponina a tiempos cortos (15 seg con saponina al 0,05% en PBS, E y F) estudiados mediante tinción negativa 
por TEM. En (B a F) tras el anticuerpo primario anti-actina, se emplearon anticuerpos secundarios conjugados 
con oro coloidal. Barras: 100 nm en (B y C) y 50 nm en (D a F). 
 
1.6.- Detección de NSm, actina y N en los virus intracelulares purificados. 
Después de detectar NSm y actina en los virus intracelulares mediante western-blot y 
criosecciones, decidimos inmunolocalizar dichas proteínas en los virus intracelulares 
purificados. Para ello, virus intracelulares y extracelulares purificados según el protocolo 
descrito en Novoa y cols., (2005b) (figuras R6A y B) fueron abiertos mediante un tratamiento 
con sacarosa (figuras R6C a K). Tras este tratamiento, los virus liberan un agregado proteico 
y RNPs. El material liberado por los virus intracelulares tipo I reacciona con anticuerpos tanto 
anti-NSm (figuras R6C y D) como anti-actina (figuras R6F a H), mientras que no ocurre lo 
mismo con el material liberado por los virus extracelulares (figuras R6E e I). Los virus 
intracelulares tipo II se comportan de igual forma que los tipo I. Como control de 
inmunodetección, anticuerpos contra nucleocápsida marcan exclusivamente RNPs liberadas 
tanto de virus intracelulares tipo I (figura R6J) como de virus extracelulares (figura R6K). La 
distribución de NSm y actina, presentes en los virus intracelulares y ausentes en los 
extracelulares, es común en las proteínas de andamiaje o "scaffolding" que ayudan al 
ensamblaje de los precursores virales inmaduros y que posteriormente son degradadas por 
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Figura R6. Detección de NSm y actina por inmunomicroscopía electrónica en los virus 
intracelulares purificados. 
Virus purificados intactos (A y B) o abiertos por tratamiento con sacarosa e inmunomarcados con 
anticuerpos primarios específicos y anticuerpos secundarios conjugados con oro coloidal (C a K) estudiados 
mediante tinción negativa por TEM. (A) Virus intracelular tipo I (VI). (B) Virus extracelular (VE). (C a E) 
Inmunomarcajes con anti-NSm en VI (C y D) y en VE [(en los que no hay señal, (E)]. (F a I) Inmunomarcajes 
con anti-actina en VI (F a H) y en VE [en los que no hay señal, (I)]. (J y K) Inmunomarcajes con anti-
nucleocápsida en VI (J) y en VE (K). Las flechas señalan algunas partículas de oro. Barras: 50 nm en (A y B) y 
100 nm en (C a K). 
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1.7.- Estudio de los factores implicados en el ensamblaje de los tubos en el Golgi. 
El ensamblaje de los tubos virales y sus RCs en el Golgi es relativamente sorprendente 
considerando la naturaleza dinámica de este orgánulo. Este ensamblaje podría depender en 
principio de los componentes de la membrana del Golgi o de los componentes de la matriz del 
Golgi (conjunto de proteínas que forman el andamio responsable del mantenimiento de la 
estructura y localización del Golgi). Para determinar cuáles estaban implicados en el 
ensamblaje de los tubos, realizamos experimentos in vivo con BFA, con diferentes drogas 
contra el citoesqueleto de actina y contra la miosina y analizamos los tubos formados en las 
diferentes condiciones por TEM de secciones de células incluidas en resina. 
 1.7.1.- Tratamiento con BFA. 
La BFA es una droga que induce la fusión de las membranas del Golgi con las del 
compartimento intermedio o elementos de transición y el RER, separándolas de los 
componentes de la matriz (Seemann y cols., 2000). La diana de la BFA son los factores de 
intercambio de nucleótido de guanina (GEFs, del inglés "guanine nucleotide-exchange 
factors") que activan a las GTPasas de la familia del factor de ribosilación de ADP (ARF, del 
inglés "ADP-ribosylation factor", Shin y Nakayama, 2004), lo que impide la fusión de las 
vesículas COPI procedentes del RER con el Golgi. Al mismo tiempo, durante el tratamiento 
con BFA se produce un transporte retrógrado masivo de los componentes del Golgi al RER, 
lo que genera una pérdida completa de la estructura del Golgi (Sciaky y cols., 1997). Durante 
este proceso las proteínas de la matriz localizan en los denominados "restos del Golgi" (en 
inglés, "Golgi remnants"), manteniéndose en ellos incluso tras ocho horas de tratamiento en 
células pancreáticas (Hendricks y cols., 1992). Estos efectos ocurren sin afectar otros procesos 
celulares, incluyendo la síntesis de proteínas (Misumi y cols., 1986). Por lo tanto, tras el 
tratamiento con BFA existen dos posibilidades: si el ensamblaje de los tubos depende 
fundamentalmente de los componentes de la membrana del Golgi, los tubos desaparecerán y 
si dependen de las proteínas de la matriz del Golgi, mantendrán su estructura. 
Para realizar un seguimiento de los componentes estructurales del Golgi durante el 
tratamiento con BFA, empleamos anticuerpos contra GalT, enzima de membrana del Golgi, y 
anticuerpos contra gigantina, proteína de la matriz del Golgi, en células BHK-21 infectadas 
con VBUN (figuras R7A a F). En los experimentos puede verse por microscopía de 
fluorescencia cómo la señal de GalT se dispersa rápidamente tras añadir BFA (figuras R7A, C 
y E; a los 15 min ya no se aprecia la señal en el Golgi), mientras que la gigantina tarda más 
tiempo en dispersarse y a los 30 min de tratamiento con BFA todavía se mantiene cierta 
distribución perinuclear, recordando a la morfología del Golgi control (figuras R7B, D y F). 
Cuando estudiamos por microscopía electrónica las células infectadas y tratadas 5 min con 
BFA, no apreciamos diferencias en la estructura de los tubos virales con respecto a las células 
infectadas control (sin BFA). Tras 15 y 30 min de tratamiento con BFA, sí existe una 
reducción en el número de tubos virales en estas últimas, observando aproximadamente la 




morfología de los tubos control y los de células tratadas con BFA. Así, observamos tubos 
virales completamente normales cuando las cisternas del Golgi ya han desaparecido (figura 
R7G, flecha), manteniendo el contacto con las mitocondrias (figura R7G, doble flecha) tal y 
como ocurre en las células control (Salanueva y cols., 2003, Novoa y cols., 2005; Fontana y 
cols., 2008), arcos de tubo (figura R7G, puntas de flecha; comparar con la figura R2D), tubos 
que están abiertos al citoplasma y en conexión con elementos del citoesqueleto (figura R7H) y 
tubos en los que puede apreciarse claramente los dominios tubular y globular (figura R7I, 
flecha; comparar con la figura R2A). Por lo tanto, podemos afirmar que la estructura de los 
tubos debe depender fundamentalmente del componente más estable del Golgi, la matriz, 




Figura R7. Estructura de los tubos virales en células infectadas tratadas con BFA. 
Células BHK-21 infectadas a 1 UFP/célula a 10 h p.i. (A a F) Imágenes de microscopía de fluorescencia. 
Marcaje del Golgi empleando como anticuerpos primarios anti-GalT (A, C y E) o anti-gigantina (B, D y F) en 
células BHK-21 infectadas sin tratamiento con BFA (A y B), tratadas 15 min con BFA (C y D) ó 30 min con 
BFA (E y F). Después de los anticuerpos primarios, empleamos anticuerpos secundarios conjugados con una 
sonda fluorescente. (G a I) Secciones ultrafinas estudiadas por TEM, de células BHK-21 infectadas por VBUN 
incluídas en epoxy resina EML-812, tratadas 15 min (G y H) ó 30 min (I) con BFA. (G) Tubo cortado de forma 
longitudinal (flecha), arcos de tubo (puntas de flecha) y tubo contactando con mitocondria (doble flecha). (H) 
Las flechas señalan elementos del citoesqueleto en contacto con un tubo. (I) La flecha señala el dominio globular 
de un tubo cortado longitudinalmente. Barras: 200 nm en (G) y 100 nm en (H e I).  
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 1.7.2.- Tratamiento con drogas contra el citoesqueleto de actina. 
La actina es una buena candidata a ser importante en el ensamblaje de los tubos, puesto 
que además de haberla localizado en los tubos virales (tabla R1 y figura R5), pertenece a la 
matriz del Golgi y tiene una función en el mantenimiento de la morfología aplanada del 
mismo (Lázaro-Dieguez y cols., 2006). Para determinar si el ensamblaje de los tubos virales 
podía depender del citoesqueleto de actina, empleamos diferentes drogas para 
desestabilizarlo. De esta forma, sometimos las células a tratamientos con citocalasina-D, LtrA 
y JPK, drogas que alteran el citoesqueleto de actina y la morfología del Golgi (Lázaro-
Dieguez y cols., 2006). Empleamos tres tipos de drogas con diferentes lugares de unión a la 
actina y diferentes mecanismos de acción, porque queríamos afectar a la actina asociada a los 
tubos virales, ya que aunque sabemos que los tubos virales están abiertos al citosol (figura 
R1), no podemos estar seguros de la eficacia y accesibilidad de las drogas a las moléculas de 
actina integradas en su estructura. Para comprobar su efecto, las añadimos a 1 h p.i. y 
estudiamos la liberación de virus infectivos a 10 h p.i. según está descrito en materiales y 
métodos. Mientras que la citocalasina-D no redujo la liberación de virus infectivos con 
respecto a la infección control, la LtrA produjo una ligera disminución y el JPK una 
disminución del 60% aproximadamente. Tras este resultado, decidimos continuar el estudio 
con células tratadas con LtrA y con JPK, descartando el estudio con Citocalasina-D. 
Cuando las células BHK-21 control (figuras R8A a C) son tratadas con LtrA, se puede 
observar una desorganización completa del citoesqueleto de actina (figuras R8D a F). Esta 
desorganización no se aprecia por microscopía de fluorescencia al estudiar las células 
infectadas con el VBUN (figuras R8G a I), pero sí cuando las células además de ser infectadas 
son tratadas con LtrA (figuras R8J a L). Al incluir las células en epoxy resina EML-812 y 
estudiarlas por TEM, observamos que las células tratadas con LtrA tanto sin infectar (figura 
R8M) como infectadas (figura R8N) presentan una morfología celular alterada. Sin embargo, 
cuando estudiamos las células infectadas a mayor magnificación, observamos la presencia de 
los dos dominios de los tubos virales (dominios globulares, figura R8O, y dominios tubulares, 
figuras R8O y P; comparar con la figura R1I y J y R2A). También podemos observar 
partículas virales en el Golgi (figura R8Q). Las imágenes de los tubos y del ensamblaje viral 
son por lo tanto bastante similares a las obtenidas en las factorías del VBUN sin tratar con 
droga, por lo que podemos deducir que la LtrA no está afectando el ensamblaje de los tubos ni 
el de las partículas virales. El comportamiento del JPK es igual al de la LtrA cuando es 
estudiada por microscopía de fluorescencia. Al comparar el citoesqueleto de actina de las 
células control (figuras R9A a C) y células tratadas con JPK (figuras R9D a F) observamos 
también una desorganización completa del mismo, de forma similar a como se observa al 
comparar las células infectadas (figura R9G a I) con las células infectadas y tratadas con JPK 
(figuras R9J a L). Sin embargo, al incluir las células en epoxy resina EML-812 y estudiarlas 
por microscopía electrónica, observamos que en las células tratadas con JPK, además de 




celulares a la periferia posiblemente debido los efectos que la droga tiene sobre el 
citoesqueleto de actina, que está implicado en el mantenimiento de la distribución de los 
orgánulos (figura R9M). Cuando estudiamos las factorías de las células infectadas, 
observamos que en ellas aparecen sólo dominios globulares (figura R9N, comparar con las 
figuras R8O y P). Además, se observa que existen perfiles de gemación en la membrana 
plasmática así como virus extracelulares (figura R9O, comparar con la figura R8Q). Teniendo 
en cuenta que no se observan partículas virales en el Golgi, estos datos parecen indicar que 
existe un desplazamiento de la morfogénesis viral a la membrana plasmática. Los datos de los 
tratamientos con esta droga apuntan por tanto a una importante participación de la actina en el 
ensamblaje del dominio tubular de los tubos virales en el Golgi y en la localización del lugar 














Figura R8. La Latrunculina-A no afecta al ensamblaje de los tubos virales. 
(A a L) Imágenes de microscopía de fluorescencia de células BHK-21 control (A a C), tratadas con LtrA 
(D a F), infectadas a 5 UFP/célula a 10 h p.i. (G a I) y tratadas con LtrA e infectadas a 5 UFP/célula a 10 h p.i. (J 
a L). La actina (verde) está marcada con faloidina conjugada con una sonda fluorescente, el núcleo mediante 
DAPI (azul) y la factoría viral (rojo) con un anticuerpo primario específico anti-Gc y un anticuerpo secundario 
conjugado con una sonda fluorescente. (M a Q) Secciones ultrafinas de células BHK-21 incluídas en epoxy 
resina EML-812 estudiadas por TEM. (M) Célula no infectada tratada con LtrA. (N a Q) Células infectadas a 5 
UFP/célula a 10 h p.i. y tratadas con LtrA. (N) Campo a baja magnificación de una célula infectada. (O y P) 
Cuando se estudia a mayor magnificación la factoría viral en células tratadas con LtrA, se observan tubos 
seccionados tanto transversal (puntas de flecha) como longitudinalmente (flechas). (Q) Partículas virales en el 
Golgi. Barras 2 µm en (M y N); 200 nm en (O a Q).  










































Figura R9. El jasplakinólido afecta al ensamblaje de los tubos virales y de los virus. 
(A a L) Imágenes de microscopía de fluorescencia de células BHK-21 control (A a C), tratadas con JPK (D a F), 
infectadas a 5 UFP/célula a 10 h p.i. (G a I) y tratadas con JPK e infectadas a 5 UFP/célula a 10 h p.i. (J a L). La actina 
(verde) está marcada con faloidina conjugada con una sonda fluorescente, el núcleo mediante DAPI (azul) y la factoría viral 
(rojo) con un anticuerpo primario específico anti-Gc y un anticuerpo secundario conjugado con una sonda fluorescente. (M a 
O) Secciones ultrafinas de células BHK-21 incluídas en epoxy resina EML-812 estudiadas por TEM. (M) Célula no infectada 
tratada con JPK. Cuando se estudian a mayor magnificación células infectadas a 5 UFP/célula a 10 h p.i. y tratadas con JPK, 
se observan sólo dominios globulares de los tubos en aparatos de Golgi periféricos (N) y el ensamblaje viral se observa en la 
























+JPK +inf+JPK -inf 
C
F









Caracterización de los complejos replicativos de virus RNA 
 
 82
1.8.- Tratamiento contra la miosina empleando BDM. 
La miosina es otra de las proteínas detectadas en las fracciones de los tubos mediante la 
elaboración de mapas peptídicos por espectrometría de masas MALDI-TOFF (tabla R1). Esta 
proteína también localiza en el Golgi y está implicada en el transporte de vesículas en las 
rutas de secreción y endocitosis (Duran y cols., 2003). Por este motivo, decidimos investigar 
su implicación en el tubo viral como posible colaborador en el transporte de las RNPs. Así, 
tratamos las células infectadas con BDM, un inhibidor de amplio espectro de las miosinas 
(Duran y cols., 2003; Forest y cols., 2005). Decidimos emplear esta droga puesto que otras 
más específicas como la Blebbistatina sólo afectan a la miosina no muscular de la isoforma II 
teniendo poco o ningún efecto en otras miosinas, mientras que la miosina detectada en los 
tubos era de la isoforma I (tabla R1). Teniendo en cuenta que BDM afecta al sistema de 
actomiosina tanto in vitro como in vivo (Duran y cols., 2003), estudiamos por microscopía 
confocal la reorganización del citoesqueleto de actina como control del efecto de la droga 
sobre la célula. Mientras que las células control (figura R10A) estudiadas por microscopía 
confocal presentan un citoesqueleto normal con las fibras de estrés distribuidas por toda la 
célula, se aprecia una reducción en el número de fibras que quedan restringidas a la periferia 
celular tanto en células tratadas 60 min con BDM (Durán y cols., 2003, figura R10B) como en 
células infectadas sin tratar con la droga (figuras R10C y D). Cuando estudiamos células 
infectadas con VBUN y tratadas con BDM (figuras R10E a H), observamos una 
desorganización del citoesqueleto de actina similar al de células no infectadas y tratadas con 
la droga (comparar las figuras R10E y G con la figura R10B) y una localización perinuclear 
de la factoría similar a la producida en la infección control (comparar las figuras R10F y H 
con R10D). Cuando estudiamos secciones ultrafinas incluidas en resina EML-812 por TEM 
después del tratamiento con BDM, observamos acúmulos electrón densos de aspecto 
filamentoso en las cabezas de los tubos. Mientras que en células control (figuras R10I y J), 
más del 50% de las cabezas de los tubos tienen una baja electrón densidad interna, en células 
tratadas con BDM (figuras R7K y L) más del 70% de las mismas presentan acúmulos electrón 
densos y fibras internas (para este estudio se contaron 271 cabezas de tubos virales). Aunque 
son necesarios más estudios, esta densidad podría significar un acúmulo de RNPs en las 
cabezas de los tubos virales, sugiriendo una posible participación de la miosina en el 










Figura R10. La miosina podría estar implicada en el transporte de las RNPs desde el lugar de 
replicación al de ensamblaje viral. 
(A a H) Secciones ópticas obtenidas por microscopía confocal de células BHK-21. La actina (verde) está 
marcada con faloidina conjugada con una sonda fluorescente y Gc (rojo) con un anticuerpo primario específico 
anti-Gc y un anticuerpo secundario conjugado con una sonda fluorescente. (A) Célula control. (B) Célula tratada 
60 min con BDM. (C y D) Células infectadas a 5 UFP/célula a 10 h p.i. (E a H) Células infectadas a 5 
UFP/célula a 10 h p.i. y tratadas 60 min con BDM. (I a L) Secciones ultrafinas de células BHK-21 infectadas a 5 
UFP/célula a 10 h p.i., incluídas en epoxy resina EML-812 y estudiadas por TEM. Se muestran dominios 
globulares de tubos (flechas) en células infectadas por el VBUN, sin tratar (I y J) o tratadas con BDM (K y L). 
Los dominios globulares de los tubos en las células tratadas, presentan una densidad interna mayor y material 
"fibroso" en su interior (K). Barras 100 nm en (I a L). 
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1.9.- Estudio 3D de la factoría del VBUN mediante cortes seriados. 
Por los resultados mostrados, los tubos virales parecen tener diferentes funciones 
relacionadas con la replicación y el ensamblaje viral en las factorías del VBUN. Teniendo 
esto en cuenta, decidimos estudiarlos en el contexto de la factoría en 3D para estudiar la 
distribución de los orgánulos en la factoría y para analizar los contactos entre los tubos virales 
y los diferentes orgánulos de la factoría viral. Como primera aproximación al estudio 3D de 
las factorías virales, nos planteamos el estudio de las mismas mediante cortes seriados de la 
factoría del VBUN. Para ello, tuvimos que optimizar el protocolo de reconstrucción de 
secciones seriadas de células incluidas en epoxy resina EML-812 (Fontana y cols., 2007b y 
2008). De esta forma, tras fijar e incluir las células en epoxy resina EML-812, obtuvimos 
secciones ultrafinas consecutivas de aproximadamente 50 nm de grosor que recogimos en 
rejillas de cobre de barras paralelas recubiertas con formvar (figura R11A). Para obtener tiras 
de secciones ultrafinas es importante mejorar la adhesión entre las secciones consecutivas, lo 
que facilitará la posterior recogida de las secciones (Harris y cols., 2006). Para ello, la calidad 
del tallado de la muestra es esencial, siendo la forma ideal de la superficie a cortar la de un 
trapecio pequeño (de un tamaño que permita depositar en la misma rejilla ~15 cortes) con los 
lados superior e inferior paralelos y más ancho que alto. Después de seleccionar y fotografiar 
una región de interés en todas las secciones, las fotografías son escaneadas (figura R11B) y 
normalizadas empleando el paquete de programas Bsoft (Heymann y Belnap, 2007). Esta 
normalización permite la comparación de las micrografías al asignar a todas la misma media y 
desviación estándar de niveles de grises. A continuación las secciones se alinean mediante la 
selección de puntos comunes (figuras R11C a E) entre dos secciones consecutivas empleando 
el software Reconstruct (Fiala, 2005), siguiendo los consejos del manual de usuario. Estos 
incluyen seleccionar varios puntos por toda la micrografía, idealmente uno en cada esquina y 
otro más en el centro. Para evitar artefactos en el alineamiento, se debe evitar seleccionar el 
mismo elemento entre pares consecutivos de secciones.  
La principal diferencia de nuestro estudio con otros trabajos previos sobre cortes 
seriados es el proceso de segmentación, por el que se asigna la identidad correspondiente a los 
elementos de la micrografía. En nuestros estudios, hemos utilizado los conocimientos 
desarrollados para tomografía electrónica en vez de dibujar manualmente los elementos a 
reconstruir (Hoffpauir y cols., 2007). Para ello, hemos dibujado una máscara, es decir, el 
conjunto de píxeles (superficie homogénea más pequeña de las que componen una imagen) a 
incluir en los cálculos que generaran el modelo 3D de un determinado elemento, empleando 
el software Amira (http://amira.zib.de, figura R11F). A la hora de dibujar esta máscara, es 
importante seleccionar todos los píxeles de un determinado material, por lo que 
inevitablemente seleccionaremos píxeles de los alrededores. Posteriormente realizamos una 
reducción del ruido de la micrografía aplicando tres veces el filtro mediana (van der Heide y 
cols., 2007) y calculamos la cantidad del material previamente seleccionado a mostrar en el 




Este algoritmo está basado en la suposición de que las distribuciones de la señal y el ruido 
siguen una curva gaussiana, y determina el punto que mejor las separa. Por lo tanto, el modelo 
3D obtenido (figura R11G), no depende exclusivamente del dibujo manual de los límites de 
los diferentes elementos de la micrografía. Los vóxeles (unidad cúbica más pequeña de las 
que componen un volumen; sería por tanto equivalente al píxel pero en 3D) de los modelos 
3D obtenidos tienen un tamaño anisotrópico aproximado de 3,39 nm en XY y 50 nm en Z. 
Empleando esta aproximación hemos sido capaces de analizar la factoría completa del 
VBUN, caracterizando los tubos con más detalle que al estudiarlos por secciones "al azar". 
Para este análisis, hemos estudiado mediante cortes seriados un total de 23 factorías. 
Teniendo en cuenta que cada serie contiene entre 15 y 20 secciones y que cada sección tiene 
un grosor de entre 50 y 70 nm, el grosor del volumen reconstruido es de ~1 µm.  
Gracias a la reconstrucción 3D mediante cortes seriados, hemos podido comparar las 
factorías tempranas, observadas en la mayoría de las células a 10 h p.i., con las factorías 
tardías, observadas en la mayoría de las células a 24 h p.i. En las primeras Gc localiza por 
microscopía de fluorescencia en la región perinuclear (figura R12A y B, comparar con la 
figura R1B) y en las segundas Gc tiene además un patrón punteado que corresponde a 
vesículas de secreción llenas de virus (figuras R12C y D). Así, las factorías tempranas tienen 
pocas partículas virales y presentan una morfología redondeada en la zona perinuclear, en la 
que se pueden ver circularizados Golgi, mitocondrias y RER (figura R12E). El estudio a 
mayor magnificación de esta factoría, nos permitió detectar las conexiones existentes entre los 
tubos y el RER (figura R12F). Algunos de los cortes seriados a partir de los cuales se ha 
modelado la imagen 3D se muestran en la figura R12G. Este tipo de conexiones pasó 
desapercibida en el estudio de los tubos virales en secciones "al azar". Además, hemos 
confirmado las interacciones tubo-mitocondria previamente descritas (Salanueva y cols., 
2003, figuras R12H e I). El estudio detallado de las factorías tempranas nos permite proponer 
que están compuestas por unidades repetidas de una estructura básica formada por un stack 
del Golgi rodeado por mitocondrias, RER y presentan uno o varios tubos y pocos virus 
intracelulares (figura R12J). Por otro lado, las factorías tardías son estructuras menos 
compactas, abandonan la posición yuxtanuclear, las mitocondrias y el RER no rodean 
completamente el Golgi y los numerosos virus intracelulares se están desplazando hacia la 
periferia (figura R12K). El estudio de cortes seriados, también nos ha permitido observar 
contactos entre los tubos y las partículas virales (círculo en figura R12K, figuras R12L y M), 
lo que apoya la posible implicación del tubo en la morfogénesis viral. Además de la 
información procedente de la reconstrucción, el propio análisis de las series a reconstruir 
aporta de por sí información importante. Por ejemplo, gracias a este análisis hemos 
determinado que los tubos virales tienen una longitud de entre 0,2 y 0,4 µm, aunque en 
ocasiones llegan a superar 1 µm de longitud y que el número de tubos por factoría viral puede 
llegar a superar los cincuenta. 
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Figura R11: Proceso de obtención de un modelo 3D mediante cortes seriados.  
(A) Rejilla de cobre de barras paralelas recubierta con formvar en la que se han recogido cortes seriados 
(en azul). (B) Cuatro micrografías escaneadas de una zona seleccionada de una serie de 15 cortes. Las 
micrografías no están alineadas. (C) Selección de puntos comunes entre dos secciones consecutivas empleando 
el software Reconstruct. (D) Las dos secciones anteriores ya alineadas. (E) Las cuatro micrografías mostradas en 
(B) tras el proceso de alineamiento. (F) Proceso de segmentación, en el que se asignan identidades a los 
diferentes elementos de la factoría empleando el software Amira. (G) Modelo 3D de la factoría, tras realizar un 
filtrado de la imagen, calcular la cantidad de material a representar en el modelo 3D y asignar un código de 







































Figura R12. La reconstrucción 3D mediante cortes seriados permite estudiar la distribución de los 
orgánulos en la factoría del VBUN y analizar los contactos entre los tubos virales y los diferentes 
orgánulos de la factoría. 
(A a D) Imágenes de microscopía de fluorescencia en la que puede observarse la localización de Gc (B y 
D, en rojo) y el núcleo (A y C, en azul) en células infectadas a 10 h p.i. (A y B; la mayoría de las células 
presentan factorías tempranas) y en células infectadas a 24 h p.i. (C y D; la mayoría de las células presentan 
factorías tardías). Gc está marcada con un anticuerpo primario específico y uno secundario conjugado con una 
sonda fluorescente (B y D) y el núcleo con DAPI (A y C). (E) Reconstrucción 3D de una factoría viral temprana. 
Los tubos virales están representados en blanco, el RER en amarillo, el Golgi en beige y las mitocondrias en 
rojo. (F) Imagen a mayor magnificación de la zona rodeada con un círculo en (E), en la que se ve una conexión 
tubo-RER. En el círculo se aprecia otro tubo contactando con el RER. (G) Secciones originales en las que se ve 
el tubo del centro de (F), flecha, contactando con el RER. (H) Modelo 3D de una factoría viral en la que se 
observa un tubo contactando con una mitocondria. (I) Un plano de la reconstrucción mostrada en (H). (J) Modelo 
3D de una unidad básica de la factoría temprana. Los virus están representados en azul. (K) Modelo 3D de una 
factoría tardía, en la que se ha eliminado la señal correspondiente al Golgi para visualizar mejor las partículas 
virales. En ocasiones las partículas virales contactan con los tubos virales (círculo), como puede apreciarse mejor 
en el volumen 3D de (M) y en la sección correspondiente a la conexión (L). pm membrana plasmática, ne 
envuelta nuclear, c centriolos, N núcleo. Barras: 200 nm en (G) y 100 nm en (L) 






2.- Virus Rubella. 
2.1.- Formación de los complejos replicativos en células transfectadas con replicones 
del VRUB. 
Teniendo en cuenta que el VRUB produce un número de virus por célula infectada muy 
bajo, que no infecta a todas las células de un cultivo y que no produce una infección 
sincronizada (Frey, 1994), decidimos estudiar las factorías generadas por el VRUB mediante 
la transfección de replicones que generan un gran número de RCs funcionales en células 
transfectadas. Estos replicones han sido descritos previamente (Pugachev y cols., 2000) y bajo 
el control de una IRES expresan un gen adicional confiere resistencia a un antibiótico, 
permitiendo la selección estable de poblaciones que expresan uniformemente el replicón 
transfectado (Chen e Icenogle, 2004). 
De esta forma empleamos dos replicones distintos (Fontana y cols., 2007a; figura 
R13A). El replicón VRUBrep/GFP/neo, codifica para: (1) las dos subunidades de la RpRd 
viral (P150 y P90), (2) para GFP, que se expresa de forma libre en la célula, localizándose 
tanto en el núcleo como en el citoplasma (verde, figuras R13B y C) y que sirve como 
marcador de la transfección y para (3) un gen que confiere resistencia a la neomicina, 
pudiendo seleccionarse las células transfectadas añadiendo dicha droga al medio. El replicón 
VRUBrep/C-GFP/neo, codifica para: (1) las dos subunidades de la RpRd viral (P150 y P90), 
(2) para la proteína de la cápsida del VRUB unida a GFP (C-GFP), que localiza en el 
citoplasma, lugar de expresión de la cápsida en células infectadas (verde, figura R13D a G), y 
para (3) un gen que confiere resistencia a la neomicina. Así, células BHK-21 y células Vero, 
los dos tipos celulares empleados habitualmente para los estudios de infecciones por el VRUB 
(Frey, 1994), se transfectaron con los replicones descritos. Entre ambos tipos celulares existen 
algunas diferencias durante la infección por el VRUB, como que el número de viriones 
extracelulares es mayor en células Vero y que el número de viriones intracelulares es mayor 
en células BHK-21 (Bardeletti y cols., 1979). Las transfecciones se realizaron de manera 
transitoria (dos o cuatro días p.t. sin selección por neomicina) o estable (seleccionadas 
mediante neomicina hasta dos meses después de la transfección). 
Para comprobar la formación de las CPVs en células transfectadas, estudiamos la 
distribución de la subunidad P150 de la RpRd en células Vero transfectadas transitoriamente 
con el replicón VRUBrep/GFP/neo por microscopía confocal. En la figura R13B, se muestra 
la localización lisosomal de P150. Para comprobar la funcionalidad de las CPVs, estudiamos 
la localización del dsRNA, un marcador de la replicación de los virus RNA. En ambos tipos 
de replicones el dsRNA localizaba asociado a lisosomas en la zona perinculear. Esta 
distribución se puede observar en células Vero transfectadas transitoriamente tanto con 
VRUBrep/GFP/neo (figura R13C) como con VRUBrep/C-GFP/neo (figura R13D). Por lo 
tanto, podemos visualizar por microscopía confocal las CPVs activas formadas por los 
replicones empleados. En ocasiones, el dsRNA presentaba una señal más periférica, asociada 
o no a lisosomas (figura R13E, flechas). Algunas células, mostraban ambos tipos de patrones 
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de distribución según el plano de sección óptica de la célula (figuras R13F y G). Por lo tanto, 
además de observar más CPVs en las células transfectadas con respecto a las infectadas, la 
cantidad de dsRNA producida en las primeras es mayor y llega a acumularse en la periferia 
celular. Esta acumulación de dsRNA puede ser debida a que la célula está tratando de 
eliminar las CPVs, de manera similar a como está descrito para la infección del VRUB a 
largos tiempos post infección (Lee y Bowden, 2000).  
 
2.2.- Distribución de orgánulos en células transfectadas con replicones. 
En las células infectadas, alrededor de las CPVs se ha observado por microscopía 
electrónica reclutamiento de RER, mitocondrias y Golgi (Lee y cols., 1992; Magliano y cols., 
1998; Risco y cols., 2003). Para comprobar si los replicones formaban asociaciones de 
orgánulos similares a las descritas alrededor de las CPVs, analizamos la distribución global de 
los orgánulos en las células transfectadas por microscopía confocal. Para ello, comparamos 
células control (figuras R14A, D, G y H) con células transfectadas (figuras R14B, C, E, F, I y 
J; en las figuras R14C, F y J, se ha eliminado la señal correspondiente a C-GFP, para una 
mejor visualización de la distribución de los orgánulos). Como las células transfectadas con 
cualquiera de los dos tipos de replicones tenían una distribución de orgánulos similar, sólo 
mostramos resultados de las transfecciones realizadas con VRUBrep/C-GFP/neo. Como 
puede observarse en la comparación de las células control con respecto a las transfectadas, la 
distribución global de lisosomas (anti-Lamp-1), figuras R14A a C, Golgi (anti-gigantina) y 
mitocondrias (Mitotracker), figuras R14D a F, no se ve alterada por la expresión de los 
replicones. Sí se aprecia una disminución de la señal correspondiente al RER (anti-PDI), 
figuras R14G a J en células transfectadas con respecto a las control, lo que parece indicar una 
fragmentación y dispersión de este compartimento en las primeras. Cuando analizamos la 
distribución de los orgánulos por microscopía electrónica, observamos que sí existe un 
reclutamiento local de RER, mitocondrias y Golgi alrededor de unos orgánulos de contenido 
denso similares a los lisosomas (figura R14K), que más adelante describiremos como las 
CPVs. Este reclutamiento local se observó en ambos tipos de replicones empleados, por lo 
que la RpRd del VRUB debe ser el único factor viral necesario para el reclutamiento local de 




Figura R13. Células transfectadas con los replicones VRUBrep/GFP/neo y VRUBrep/C-GFP/neo 
ensamblan RCs en lisosomas generando CPVs funcionales. 
(A) Diagrama esquemático de los replicones empleados. (B a G) Secciones ópticas obtenidas por 
microscopía confocal de células Vero transitoriamente transfectadas. En verde se observa GFP. (B) Localización 
de los lisosomas empleando como anticuerpo primario anti-Lamp1 (azul) y la proteína no estructural P150 
empleando GU3, un anticuerpo primario específico (rojo, flechas) en células Vero transfectadas con 
VRUBrep/GFP/neo. (C a E) Localización de los lisosomas empleando como anticuerpo primario anti-Lamp1 
(azul) y dsRNA empleando K2, un anticuerpo primario específico (rojo, flechas) en células Vero transfectadas con 
VRUBrep/GFP/neo (C) o con VRUB/C-GFP/neo (D y E). (F y G) Localización del dsRNA empleando K2, un 
anticuerpo primario específico (rojo) en diferentes planos de una misma célula transfectada con VRUB/C-
GFP/neo. El plano basal es el más cercano al sustrato de las células. En los inmunomarcajes, después de los 
anticuerpos primarios se emplearon anticuerpos secundarios conjugados con sondas fluorescentes. Los núcleos 
celulares están marcados con asteriscos. 





























Figura R14. Las CPVs de células transfectadas reclutan localmente RER, mitocondrias y Golgi. 
 
(A a J) Secciones ópticas obtenidas por microscopía confocal. En verde se observa C-GFP. (A a C) 
Células Vero control (A) y transitoriamente transfectadas con VRUBrep/C-GFP/neo (B y C) en las que se han 
localizado los lisosomas empleando un anticuerpo primario anti-Lamp1 (azul). (D a F) Células BHK-21 control 
(D) y establemente transfectadas con VRUBrep/C-GFP/neo (E y F) en las que se han localizado las 
mitocondrias empleando la sonda Mitotracker (azul) y el Golgi empleando un anticuerpo primario anti-
gigantina (rojo). (G a J) Células BHK-21 control (G y H) y establemente transfectadas con VRUBrep/C-
GFP/neo (I y J), en las que se ha localizado el RER empleando un anticuerpo primario anti-PDI (rojo). En los 
inmunomarcajes, después de los anticuerpos primarios, se emplearon anticuerpos secundarios conjugados con 
sondas fluorescentes. (K) Sección ultrafina de una célula BHK-21 establemente transfectada con VRUBrep/C-
GFP/neo incluida en epoxy resina EML-812 estudiada por TEM. En ella se pueden ver RER, mitocondrias (mi) 




 2.3.- Co-localización de C-GFP con la RpRd viral. 
En células infectadas se ha descrito la co-localización de la RpRd y la cápsida virales 
(Kujala y cols., 1999). En células transfectadas con VRUBrep/C-GFP/neo, C-GFP también 
co-localiza de forma parcial con las dos subunidades de la RpRd (figuras R15A y B). Los 
estudios de co-localización se realizaron empleando el software LaserPix (Bio-Rad), 
mostrando en blanco los pixeles de co-localización. En estas células, C-GFP se acumula 
principalmente alrededor de los lisosomas, lo que es más evidente en células BHK-21 (figura 
R15C) que en células Vero. Esta acumulación de cápsida alrededor de los lisosomas 
probablemente dificultase el acceso a los mismos del marcador Lysotracker (utilizado en vez 
de anticuerpos anti-Lamp-1 porque estos no reconocen la proteína lisosomal en células BHK-
21) haciendo que su señal fuese más débil que en células control o células transfectadas con 
VRUBrep/GFP/neo. En ocasiones la co-localización de C-GFP con la RpRd tiene patrón 
filamentoso (figura R15D; en este caso, la co-localización es el resultado directo de 
superponer las señales obtenidas de ambas proteínas, por lo que los píxeles de co-localización 
son amarillos). Teniendo en cuenta este hecho y que se ha descrito que la RpRd viral co-
localiza con los filamentos de actina en células infectadas con el VRUB (Kujala y cols., 
1999), decidimos estudiar la relación de la actina y otros elementos del citoesqueleto con las 
proteínas virales. De esta forma, observamos co-localización en forma de filamentos y 
agregados no filamentosos de la actina y la subunidad P150 de la RpRd viral (figura R15E) o 
la cápsida viral (figura R15F) en células transfectadas tanto con VRUBrep/GFP/neo (figura 
R15E) como con VRUBrep/C-GFP/neo (figura R15F). Esta co-localización no se observó al 
marcar los microtúbulos o la vimentina con anticuerpos específicos.  
 
 2.4.- Análisis ultraestructural de las CPVs de células transfectadas con los replicones 
del VRUB. 
  2.4.1.- Inclusión en epoxy resina EML-812. 
Células BHK-21 transfectadas establemente con ambos tipos de replicones fueron 
fijadas químicamente e incluidas en epoxy resina EML-812, como una primera aproximación 
para realizar el análisis ultraestructural de las CPVs por TEM. Al estudiar estas células, 
observamos unos orgánulos de contenido denso rodeados de mitocondrias, Golgi y 
especialmente del RER, que posiblemente se correspondían con las CPVs. Estos orgánulos 
tienen una morfologia similar al transfectar ambos tipos de replicones y se seccionan 
generando dos vistas diferentes: frontal (figura R16A) y lateral (figura R16B). Además, su 
contenido es muy heterogéneo, mostrando en su interior vesículas pequeñas, vacuolas y 
láminas rígidas. En células infectadas a 24 (figura R16C) y 48 h.p.i. (figura R16D, campo 
principal) también encontramos CPVs que contenienen vacuolas y láminas rígidas, pero son 
de menor tamaño que las generadas en células transfectadas con los replicones. Este hecho 
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Figura R15. C-GFP se acumula alrededor de los lisosomas y co-localiza con las subunidades de la 
RpRd. La actina co-localiza con P150 y con C-GFP. 
Secciones ópticas obtenidas por microscopía confocal de células BHK-21 establemente transfectadas con 
VRUBrep/C-GFP/neo (A a D y F) o con VRUBrep/GFP/neo (E). (A y B) Detección de P150 (A) o P90 (B), ambas 
en rojo, y C-GFP (verde). Los puntos de co-localización se muestran en blanco y algunos están indicados por 
flechas. (C) Las flechas señalan C-GFP (verde) rodeando lisosomas (marcados con la sonda Lysotracker, rojo). (D) 
Co-localización (en amarillo, señalado con flechas) entre P150 y C-GFP. La actina (detectada empleando faloidina 
conjugada con una sonda fluorescente, azul) co-localiza con P150 (rojo, E) y con C-GFP (verde, F). La co-
localización se muestra en blanco y señalada con flechas. En los inmunomarcajes, los anticuerpos primarios 
empleados para la localización de P150 y P90 fueron GU3 y GU8 respectivamente y posteriormente se emplearon 
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confirma que las CPVs formadas en células transfectadas son morfológicamente similares a 
las que se forman durante la infección. Por otro lado, las estructuras observadas se diferencian 
claramente de los lisosomas de células control (figura R16D, recuadro). Las diferencias entre 
ambas estructuras están detalladas en el apartado "2.4.3.- Comparación de lisosomas control y 
CPVs" de resultados. 
 
  2.4.2.- Estudio inmunocitoquímico de las CPVs. 
Para confirmar que los orgánulos descritos eran CPVs, realizamos estudios de 
inmunomicroscopía electrónica en secciones de células criosustituidas. Así, al inmunomarcar 
con anticuerpos específicos contra P150 y P90 y anticuerpos secundarios conjugados con oro 
coloidal, localizamos P150 (figuras R17A a C) y P90 (figura R17D) en el interior de las 






Figura R16. Las CPVs presentan vacuolas y láminas rígidas, en células tanto transfectadas como 
infectadas. 
Secciones ultrafinas de células BHK-21 establemente transfectadas con VRUBrep/C-GFP/neo (A y B) y 
células BHK-21 infectadas con el VRUB (C y D) incluidas en epoxy resina EML-812 y estudiadas por TEM. (A) 
Vista frontal de una CPV rodeada de RER y mitocondrias (mi). (B) Vista lateral de varias CPVs rodeadas de RER, 
mitocondrias (mi) y Golgi (G). (C y D) CPVs generadas en células infectadas a 24 (C) y 48 h p.i. (D, campo 
principal). En ambos casos (transfección e infección) las CPVs muestran vacuolas (V) y láminas rígidas (flechas) 
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Continuando con los estudios de inmunomicroscopía electrónica de secciones de células 
criosustituidas, localizamos dsRNA (figura R18A) en el interior de las CPVs con una señal 
compatible con la marca en puntos discretos observados por microscopía confocal (figuras 
R13C y D), confirmando la identidad de las estructuras observadas por microscopía 
electrónica. A pesar de que C-GFP (inmunolocalizada empleando anticuerpos anti-GFP 
seguidos de anticuerpos secundarios conjugados con oro coloidal) fue detectada parcialmente 
en el interior de las CPVs (figura R18B), principamente localizaba en el citoplasma (figura 
R18C) acumulándose alrededor de las CPVs, de acuerdo con los resultados obtenidos por 
microscopía confocal (figura R15C). En ocasiones se observaba marca en la periferia 
mitocondrial (figura R18C, punta de flecha). También pudimos observar señal de C-GFP en 
las láminas rígidas de las CPVs (figura R18D).  
Figura R17. Las dos subunidades de la RpRd viral localizan en las CPVs. 
Secciones ultrafinas estudiadas por TEM de células BHK-21 establemente transfectadas con 
VRUBrep/C-GFP/neo, criosustituidas e incluidas en resina Lowicryl K4M. Los inmunomarcajes con GU3, 
un anticuerpo específico anti-P150 (A a C) y con GU10, un anticuerpo específico anti-P90 (D), localizan en 
el interior de las CPVs en vacuolas (puntas de flecha) y láminas rígidas (flechas). Después de los anticuerpos 
primarios, empleamos anticuerpos secundarios conjugados con oro coloidal. Mitocondria (mi). Las láminas 

















Figura R18. El dsRNA localiza en el interior de las CPVs. C-GFP localiza mayoritariamente en el 
citoplasma, encontrándose también en la periferia e interior de las CPVs. 
Secciones ultrafinas estudiadas por TEM de células BHK-21 establemente transfectadas con 
VRUBrep/C-GFP/neo criosustituidas e incluidas en resina Lowicryl K4M. (A) Localización del dsRNA 
empleando los anticuerpos específicos J2 y K2 (flecha) en el interior de una CPV. (B a D) Localización de C-
GFP (detectada empleando anti-GFP). (B y D) La localización de C-GFP en el citoplasma alrededor de las 
CPVs está señalada con flechas si se localiza en el interior de las CPVs. (C) Las flechas señalan la acumulación 
de C-GFP y la punta de flecha localización en la periferia mitocondrial. Las CPVs están rodeadas por una línea 
discontinua para facilitar su visualización. Las láminas rígidas están marcadas con estrellas y las vacuolas con 
asteriscos. Después de los anticuerpos primarios, empleamos anticuerpos secundarios conjugados con oro 
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  2.4.3.- Comparación de lisosomas control y CPVs. 
Una vez identificada la CPV funcional por microscopía electrónica, quisimos estudiar la 
evolución que se produce en los lisosomas control (orgánulos muy electrón densos que en 
ocasiones contienen vesículas o láminas rígidas pero que no están rodeados de RER ni de 
mitocondrias, recuadro en figura R16D) hasta formar las CPVs (con un interior muy 
heterogéneo y rodeadas de RER, mitocondrias y Golgi, figuras R16A y B). Para caracterizar 
las diferencias en el contenido de ambos orgánulos, realizamos un recuento de lisosomas de 
células control y de CPVs de células transitoria o establemente transfectadas con los dos tipos 
de replicones (tabla R2), contabilizando para cada condición entre 55 y 65 lisosomas. Tras 
este recuento observamos que el número de vacuolas y láminas rígidas en CPVs de células 
transfectadas con cualquiera de los dos replicones empleados, es mayor que en lisosomas de 
células control. Además, al comparar células recién transfectadas (sin ser sometidas a 
selección por droga) y establemente transfectadas (seleccionadas mediante neomicina), 
observamos que el número y tamaño de las láminas aumenta en estas últimas. Este recuento 
nos permite proponer una evolución de las CPVs en la que las vacuolas aparecen a tiempos 
tempranos de post-transfección y en la que las láminas rígidas crecen con el tiempo. Sin 
embargo, para completar los estudios de la evolución de las CPVs se hace necesario el estudio 
a tiempos muy cortos post transfección (menos de un día), que previsiblemente aclararán las 
primeras etapas de la formación de las CPVs, puesto que a dos d p.t. ya se observan CPVs 
bastante similares a las establemente transfectadas. 
 
 
Tabla R2. Porcentaje de lisosomas con vacuolas y láminas rígidas en células BHK-21 control y en células 





83 % 63 %BHK VRUBrep/C-GFP/neo1 mes p.t. 
61 % 77 %BHK VRUBrep/GFP/neo
38 % 51 %BHK VRUBrep/C-GFP/neo2 d p.t. 
 





  2.4.4.- Estudio inmunocitoquímico de factores celulares. 
Tras detectar en el interior de las CPVs los factores virales, decidimos estudiar la 
localización de factores celulares relacionados con las CPVs. Teniendo en cuenta la 
localización en la periferia de las mitocondrias de C-GFP (punta de flecha, figura R18C), 
consideramos interesante estudiar la localización de esta proteína en las células transfectadas 
con los replicones. P32 es una proteína mitocondrial que cicla entre la mitocondria y el núcleo 
(Mathews y Russell, 1998) y se une a numerosas fosfoproteínas virales que forman complejos 
con ácidos nucleicos. En el caso del VRUB, está descrita la interación de la cápsida viral con 
P32, que podría tener lugar en la parte citoplásmica de la membrana mitocondrial cuando P32 
sale de la mitocondria (Beatch y cols., 2005) lo que explicaría el marcaje de C-GFP en la 
perfieria mitocondrial de la figura R18C (punta de flecha). Para comparar el comportamiento 
de P32 en las células BHK-21 control y establemente transfectadas con los replicones que 
estamos estudiando, realizamos estudios de inmunomicroscopía electrónica en secciones de 
células criosustituidas incluidas en Lowicryl K4M. Así, hemos localizado P32 en las células 
BHK-21 control en el interior y en la periferia de las mitocondrias (figura R19A). En estas 
células se observa un marcaje específico en las mitocondrias, con poca señal en el citoplasma. 
Sin embargo, al estudiar el inmunomarcaje en las células establemente transfectadas, 
observamos una mayor señal citoplásmica, siendo ésta menor en las transfectadas con 
VRUBrep/GFP/neo (figura R19B) que con VRUB/C-GFP/neo (figura R19C). También 
observamos marca de P32 en el interior de las CPVs (tanto en las vacuolas como en las 
láminas rígidas, figura R19D) en ambos tipos de replicones. Teniendo en cuenta que P32 
localiza en el interior de las CPVs en ausencia de C-GFP, cabría la posibilidad de que P32 






Figura R19. La proteína mitocondrial P32 se redistribuye al citoplasma y localiza en el interior de 
las CPVs en células transfectadas con los replicones del VRUB. 
Inmunodetección de P32 por TEM en secciones ultrafinas de células BHK-21 criosustituidas e incluidas 
en resina Lowicryl K4M, empleando anticuerpos primarios específicos contra P32 y anticuerpos secundarios 
conjugados con oro coloidal. (A) Células BHK-21 control. (B a D) Células BHK-21 establemente transfectadas 
con VRUBrep/GFP/neo (B) o con VRUBrep/C-GFP/neo (C y D). La señal de P32 en la periferia mitocondrial 
está marcada con puntas de flecha negras. Los agregados proteicos en el citosol están señalados con asteriscos. 
La marca de P32 en el interior de la CPV está señalada con flechas. Las estrellas marcan las láminas rígidas de 
las CPVs. mi, mitocondria. N, núcleo. Barras: 200 nm. 





























  2.4.5.- Tratamiento con SLO para determinar si los RCs están en contacto con 
el citoplasma. 
Si el RC del VRUB está en el interior de las CPVs, tal y como demuestran los 
inmunomarcajes con anticuerpos contra las subunidades de la RpRd, debería tener acceso al 
citoplasma para permitir el transporte de las RNPs recién sintetizadas al sitio de ensamblaje. 
En las vistas laterales de las CPVs se aprecian aperturas que podrían permitir la conexión de 
vacuolas y láminas rígidas con el citoplasma (por ejemplo, en las figuras R16B y C). Para 
confirmar esta posibilidad, realizamos experimentos de semipermeabilización con SLO 
(figura R20). Mientras que los detergentes como la saponina permeabilizan todas las 
membranas celulares, la SLO es una toxina bacteriana que empleada según está descrito en 
materiales y métodos no penetra en las células: a 4ºC se inserta en la membrana plasmática y 
sólo al subir la temperatura forma poros que permiten el paso de moléculas de más de 15 nm 
de diámetro (Buckingham y Duncan, 1983), por lo que las membranas intracelulares no se 
ven alteradas. De esta forma, la SLO permite acceder al lado citosólico de las endomembranas 
(por ejemplo empleando anticuerpos), manteniendo el lumen de las mismas inaccesible. Por 
lo tanto, si la RpRd viral estuviese en contacto con el citoplasma, tras el tratamiento con SLO 
debería estar accesible a los anticuerpos en un experimento de inmunofluorescencia. Esta 
semipermeabilización produce una extracción del citosol, lo cual puede ser utilizado para 
reemplazar el medio intracelular por otro de composición determinada. 
Para calcular la concentración adecuada de SLO, semipermeabilizamos monocapas de 
células BHK-21 según el protocolo descrito en materiales y métodos, y determinamos el 
porcentaje de células semipermeabilizadas mediante exclusión de azul de tripán por 
microscopía óptica. Consideramos como concentración adecuada aquella que producía 
aproximadamente un 90% de células semipermeabilizadas. Para comprobar que las 
membranas intracelulares no son semipermeabilizadas con los distintos tratamientos, 
empleamos anticuerpos contra la parte citosólica de la proteína TGN38 y contra la proteína de 
la matriz mitocondrial Hsp-60 (figuras R20A a F) en células BHK-21 control. De esta forma, 
mientras que observamos la señal correspondiente a TGN38 tanto en células permeabilizadas 
con saponina (figura R20A) como en células semipermeabilizadas con SLO (figura R20D), 
sólo observamos la señal correspondiente a Hsp-60 en células permeabilizadas con saponina 
(figura R20C; comparar con las células semipermeabilizadas con SLO, figura R20F). Al 
inmunomarcar con anti-dsRNA, vemos señal en células BHK-21 establemente transfectadas 
con VRUBrep/GFP/neo tanto completamente permeabilizadas con saponina (figura R20G) 
como semipermeabilizadas con SLO (figuras R20H e I). En estas imágenes, se observa que en 
las células que están correctamente semipermeabiliadas no hay GFP (célula de la izquierda en 
la figura R20H y figura R20I), puesto que al ser permeabilizadas in vivo y estar GFP libre en 
la célula, su señal se pierde debido a la extracción del citosol (la GFP libre en el núcleo es 
capaz de traspasar la membrana nuclear a través de los poros nucleares). Por tanto, no 
obtenemos señal de dsRNA en el interior de células mal semipermeabilizadas que no han 
perdido GFP, como es el caso de la célula de la derecha en la figura R20H. La señal de 
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dsRNA en la superficie de esta célula, podría corresponder con la señal de dsRNA en la 
membrana plasmática detectada en células control (figuras R1E a G). Tras este resultado, 




Figura R20. Los RCs están en contacto con el citoplasma celular. 
 
(A a F) Células BHK-21 control, marcadas con anticuerpos primarios contra la parte citoplásmica de 
TGN 38 (rojo, A y D) y contra la proteína de la matriz mitocondrial Hsp-60 (verde, C y F). En azul se 
muestra el núcleo celular, marcado con DAPI (B y E). (A a C) Células permeabilizadas con saponina. (D a F) 
Células semipermeabilizadas con SLO. (G a I) Células BHK-21 establemente transfectadas con 
VRUBrep/GFP/neo. La señal del dsRNA (detectada empleando el anticuerpo primario K2, rojo) se observa 
tanto en células permeabilizadas con saponina (G) como en las correctamente semipermeabilizadas con SLO 
(célula de la izquierda en H y célula en I). Los asteriscos marcan los núcleos celulares. (A a F) Imágenes de 
microscopía de fluorescencia. (G a I) Proyecciones en el eje Z de las secciones ópticas obtenidas por 
microscopía confocal. Después de los anticuerpos primarios, se emplearon anticuerpos secundarios 
conjugados con sondas fluorescentes. 


























  2.4.6.- Estudio de las CPVs mediante criosustitución. 
Para completar la caracterización estructural de las CPVs, decidimos estudiarlas 
mediante criosustitución, método que proporciona una preservación estructural superior. De 
esta forma, observamos un contenido aún más complejo del que inicialmente estimamos. En 
su interior podemos ver numerosas vesículas densas, de diferente tamaño y grado de densidad 
(figuras R21A y B). El estudio a mayor magnificación de las láminas rígidas nos permite 
proponer una composición con un alto contenido proteico debido a la rigidez que presentan en 
este tipo de inclusión (figura R21C). En ocasiones estas láminas forman apilamientos (figura 
R21D). Cuando el plano de sección transcurre por el interior de la lámina rígida pueden 
observarse estructuras compatibles con un “close-packing” u ordenación bidimensional de las 
proteínas que se encuentran formando parte de la misma (figura R21E). 
 
2.5.- Los autofagosomas no son el origen de las CPVs. 
Los autofagosomas son vacuolas rodeadas de una doble membrana, en donde el citosol 
y los orgánulos celulares son secuestrados en su camino hacia los lisosomas (Klionsky, 2005). 
Teniendo en cuenta que la ultraestructura de las CPVs recuerda a algunas de las imágenes de 
autofagosomas presentes en la bibliografía y que algunos virus se replican en ellos (Jackson y 
cols., 2005; Wileman, 2006), decidimos estudiar la relación de las CPVs con los 
autofagosomas. De esta manera, para descartar o confirmar la implicación de los 
autofagosomas en el origen de la formación de las CPVs realizamos experimentos con la 
droga 3-MA que inhibe la formación de autofagosomas (Seglen y Gordon, 1982), marcando 
los mismos mediante la sonda MDC, específica para vacuolas autofágicas bajo determinadas 
condiciones de fijación (Jackson y cols., 2005). Como control de la formación de 
autofagosomas empleamos células BHK-21 con escasez de alimento (incubadas en un medio 
bajo en aminoácidos y suero). De esta forma, puede observarse un incremento en la señal de 
MDC en células sometidas a inanición (figura R22B) frente a células control (figura R22A) y 
cómo la 3-MA es capaz de inhibir este incremento en la proliferación de autofagosomas 
(figura R22C). Al marcar con MDC células BHK-21 establemente transfectadas con 
VRUBrep/GFP/neo puede observarse que no existe incremento en la señal de autofagosomas 
entre las células transfectadas (aquellas que tienen marca verde proviniente de GFP) y las 
células no transfectadas (marcadas con flechas), figuras R22D y E. Además, no se aprecia 
diferencia en la señal de dsRNA en células BHK-21 establemente transfectadas con 
VRUBrep/GFP/neo control (figuras R22F e I) y las tratadas con 3-MA 24 (figuras R22G y J) 
ó 48 hrs (figuras R22H y K). Teniendo en cuenta estos datos, podemos concluir que las CPVs 
no están relacionadas con los autofagosomas, sino que tienen un origen endolisosomal tal y 
como está descrito en la literatura (Froshauer y cols., 1988; Lee y cols., 1994; Magliano y 
cols., 1998; Kujala y cols., 2001). 






Secciones ultrafinas estudiadas por TEM de células BHK-21 establemente transfectadas con VRUBrep/C-
GFP/neo y procesadas por criosustitución para un análisis ultraestructural detallado. (A y B) Vistas frontales de las 
CPVs. Señaladas con flechas, se aprecian diferentes tipos de vesículas densas en su interior y con estrellas láminas 
rígidas. (C) Sección perpendicular de una lámina rígida. (D) Sección perpendicular de un apilamiento de 
membranas. (E) Sección por el interior de la lámina que muestra estructuras compatibles con un “close-packing” u 
ordenación bidimensional de los componentes de la misma (flecha). Vacuolas V. Barras: 200 nm en (A); 100 nm 
en (B y E9; 50 nm en (C y D). 
Figura R21. Mediante procesamiento por 
criosustitución, las CPVs presentan una gran 
heterogeneidad de contenido y los componentes 











Figura R22. Los autofagosomas no son el origen de las CPVs. 
(A a C) Marcaje de autofagosomas (empleando la sonda MDC, celeste) en células BHK-21 sin 
transfectar. Células BHK-21 control (A), sometidas a inanición (B) y tratadas con 3-MA y sometidas a 
inanición (C). (D y E) Células BHK-21 establemente transfectadas con el replicón VRUBrep/GFP/neo. En 
(D) se observa la señal de GFP y en (E) la señal de la sonda MDC. Las flechas señalan células no 
transfectadas y con señal similar o mayor de MDC comparado con las de células transfectadas. (F a K) 
Células BHK-21 establemente transfectadas con el replicón VRUBrep/GFP/neo, control (F e I) o tratadas con 
3-MA 24 (G y J) ó 48 hrs (H y K). (F, G y H) Muestran la señal de GFP (verde) mientras que (I, J y K) la 
señal correspondiente al dsRNA (empleando el anticuerpo primario específico K2 y anticuerpos secundarios 
conjugados con sondas fluorescentes, rojo). Todos los campos corresponden a imágenes de microscopía de 
fluorescencia. 
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2.6.- Conexión de las CPVs con la ruta endocítica. 
Teniendo en cuenta que las CPVs son lisosomas modificados, quisimos conocer si 
continuaban teniendo conexión con la ruta endocítica una vez establecida su compleja 
estructura y el reclutamiento de orgánulos. Para ello, tratamos las células con BSA-oro 
durante 3 h, tiempo en el que está descrito que tras ser endocitada llega hasta los lisosomas 
(Kleijmeer y cols., 1997). De esta forma, tras incubar con BSA-oro se observa que tanto los 
lisosomas de células BHK-21 control (figura R23, recuadro) como las CPVs de células BHK-
21 establemente transfectadas con ambos tipos de replicones (figura R23) incorporan BSA-
oro. 
Figura R23. Las CPVs mantienen conexión con la ruta endocítica. 
 
Secciones ultrafinas estudiadas por TEM de células BHK-21 tratadas con BSA-oro e incluidas en epoxy 
resina EML-812. Campo principal, células BHK-21 establemente transfectadas con el replicón VRUBrep/C-
GFP/neo. Recuadro, células BHK-21 control. Las flechas señalan los acúmulos de BSA-oro. La estrella marca 




 2.7.- Estudio 3D de las CPVs. 
Para continuar con el estudio de las CPVs generadas en las células transfectadas con los 
replicones del VRUB y su relación con los orgánulos que se reclutan alrededor de la factoría, 
nos planteamos el estudio de las mismas en 3D por ET. Como paso previo a la tomografía, es 
necesario procesar la muestra de tal manera que se conserve de la forma más cercana a su 
estado nativo, para lo que la HPF es considerada actualmente como la mejor técnica (Studer y 
cols., 2001). La HPF permite la vitrificación del agua en ausencia de cristales de hielo de 
muestras de hasta ~200 µm de grosor sin tratamiento químico previo, evitando la posible 
agregación de las moléculas presentes en la célula generada por la fijación química (Studer y 
cols., 2008). Si además, después de congelar las células por alta presión realizamos un 
proceso de criosustitución, estaremos intercambiando las moléculas vitrificadas de agua de la 
muestra por las del solvente una a una, evitando los artefactos derivados de la inclusión a 
temperatura ambiente (Humbel y Schwarz, 1989). Por lo tanto, para realizar los estudios por 
ET es necesario optimizar los protocolos tanto de HPF como de criosustitución de las 
muestras.  
 
  2.7.1.- HPF de suspensiones celulares. 
Teniendo en cuenta que las CPVs son estructuras que no están localizadas de forma 
orientada en las células transfectadas, obtuvimos suspensiones mediante la tripsinización de 
las monocapas celulares, más fácilmente manipulables que las monocapas en la unidad de 
HPF EMPact (figura R24A). Empleando estas muestras optimizamos el protocolo de 
criosustitución tras la HPF. Para ello, probamos diferentes protocolos incluyendo las muestras 
en la epoxy resina EML-812 o en la resina acrílica Lowicryl HM23. Los medios empleados 
para la inclusión en EML-812 fueron OsO4 al 1% y glutaraldehído al 0,25% en acetona (Murk 
y cols., 2003; figuras R24A, D y E) o OsO4 al 2% y AU 0,1% en acetona (Franz y cols., 2005; 
figuras R24B y C). Con ambos medios obtuvimos detalles finos en el contenido de los 
orgánulos celulares. Por ejemplo, cuando estudiamos los lisosomas de células BHK-21 
control (figura R24B), observamos apilamientos ordenados de lípidos (figura R24C) que no 
se suelen observar en células sin procesar por HPF. En las células transfectadas por el VRUB, 
las imágenes de baja magnificación permiten apreciar células con un buen contraste de 
ribosomas, mitocondrias y membranas y observar un alto número de CPVs y orgánulos en la 
zona perinuclear (figura 25D, campo principal). Imágenes a mayor magnificación, muestran 
CPVs con mayor detalle (figura R24E): en su interior se aprecia un gran número de vesículas 
y membranas, incluyendo láminas rígidas (comparar con la figura R21A). Sin embargo, 
cuando estudiamos secciones sin post-teñir criosustituidas con estos medios, observamos una 
pérdida importante del contraste y de los detalles estructurales (figura R24D, recuadro). Este 
hecho, nos hizo plantearnos la posibilidad de incluir las muestras en resinas Lowicryl, que son 
muy transparentes a los electrones, en especial la resina HM23 que es usada cuando se 
necesita un contraste máximo (Quintana y cols., 1998; Diestra y cols., 2009) debido a su 
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transparencia y a su baja densidad (cercana a 1g/ml). Para la inclusión en HM23, empleamos 
diferentes medios de criosustitución. Cuando empleamos AU al 0,5% en metanol, el 
citoplasma carecía de detalles finos y presentaba una definición muy pobre, que no mejoraba 
cuando se añadía glutaraldehído al 1% al medio de criosustitución (Giddings, 2003). Sin 
embargo, cuando empleamos AU al 2% en acetona (Hawes y cols., 2007), el aparato de 
Golgi, RER y las mitocondrias estaban bien preservadas y se visualizaban de forma correcta, 
incluso en cortes de ~200 nm de grosor (figura R24F). Estos detalles, también se apreciaban 
correctamente al criosustituir en AU al 0,5% en acetona (figura R25), por lo que 
consideramos este último protocolo como óptimo para ET. En conclusión, la criosustitución 
en AU al 0,5% en acetona e inclusión en la resina Lowicryl HM23, produce secciones tanto 
ultrafinas (50-70 nm) como semigruesas (200-300 nm) con un alto contraste sin necesidad de 
post-tinción, por lo que las consideramos como óptimas para ET. 
 
  2.7.2.- Estabilidad de las secciones durante la adquisición de proyecciones 
para tomografía electrónica. 
Para la ET los cortes deben ser estables durante la adquisición de las series de 
inclinación para obtener tomogramas con suficiente detalle y resolución. Las secciones de 
Lowicryl HM23 son muy transparentes a los electrones y permiten la obtención de muestras 
muy contrastadas, pero sin embargo, son más sensibles a la irradiación que las secciones de la 
resina EML-812. En este sentido, es importante tener en cuenta que para la obtención de 
tomogramas de resolución óptima, es necesario realizar más de 75 proyecciones de la misma 
muestra a diferentes inclinaciones, por lo que la estabilidad de la muestra es un factor clave. 
Para estabilizar las secciones durante la adquisición tomográfica, decidimos recogerlas en 
rejillas Quantifoil®, rejillas que tienen una capa de carbón agujereada (figura R25A). Estas 
rejillas, evitan la presencia de una capa de plástico manteniendo el contraste y el detalle 
cuando las CPVs localizan en los agujeros del carbón (figuras R25B y C). En la figura R25B 
podemos observar una CPV reclutando localmente RER, mitocondrias y Golgi (comparar con 
la figura R14K). Para estabilizar de forma correcta las secciones, es necesario pre-irradiar la 
muestra a baja magnificación, incrementando poco a poco tanto la intensidad del haz de 
electrones como la magnificación. Para pre-irradiar un corte completo, son necesarios 30 min 
aproximadamente. Para comprobar que los cortes soportaban de hecho la irradiación durante 
la adquisición tomográfica, decidimos realizar una serie de inclinación del campo mostrado en 
la figura R25C, en el que se puede observar una CPV rodeada por RER y mitocondrias. 
Algunas secciones digitales del tomograma obtenido se muestran en la figura R25D y el 
modelo 3D del tomograma filtrado con TOMOAND (Fernández y Li, 2003) al que se ha 
aplicado un algoritmo para determinar la cantidad de información a mostrar descrito en 
Cyrklaff y cols., (2005), se muestra en la figura R25E. Por lo tanto, el protocolo previamente 
descrito como óptimo, produce muestras estables durante la irradiación en el microscopio 




Figura R24. HPF de monocapas celulares tripsinizadas. 
Suspensiones procedentes de monocapas tripsinizadas de células BHK-21 transfectadas establemente con 
el replicón VRUBrep/GFP/neo (A y D a F) o control (B y C), crioinmbobilizadas por HPF sin emplear ningún 
crioprotector y estudiadas por TEM. (A, D y E) Secciones ultrafinas de células criosustituidas en OsO4 al 1%, 
glutaraldehído al 0,25% en acetona e incluidas en resina EML-812. Las secciones fueron post-teñidas, 
exceptuando la sección del recuadro de la figura (D). (B y C) Secciones ultrafinas post-teñidas de células 
criosustituidas en OsO4 al 2% y AU al 0,1% en acetona e incluidas en resina EML-812. (F) Sección semigruesa 
(~200 nm) sin post-teñir de células criosustituidas en AU al 2% en acetona e incluidas en HM23. (A) Imagen a 
baja magnificación de una monocapa tripsinizada vitrificada mediante HPF. (B) Lisosoma de una célula control. 
(C) Detalle del recuadro de (B). (D) Comparación de los detalles que se aprecian entre una sección post-teñida 
(campo principal) y una sin post-teñir (recuadro). (E) Detalle de una CPV (lisosoma modificado) 
crioinmobilizada por HPF en la que se puede apreciar su contenido heterogéneo de vesículas, vacuola, lámina 
rígida y numerosas membranas, y el reclutamiento local del RER y de las mitocondrias. (F) CPV y orgánulos 
reclutados a su alrededor en una sección sin post-teñir tras inclusión en Lowicryl. mi, mitocondria. G, golgi. N, 
núcleo. Barras: 5 µm en (A); 200 nm en (B, E y F); 50 nm en (C); 500 nm en el campo principal de (D); 1 µm en 
el recuadro de (D). 
 





Figura R25. Estabilidad de las secciones durante la adquisición tomográfica. 
Suspensiones de monocapas de células BHK-21 transfectadas establemente con el replicón 
VRUBrep/GPF/neo tripsinizadas y procesadas por HPF, criosustitución en AU al 0,5% en acetona e inclusión en 
HM23. (A a C) Cortes semigruesos (~200 nm) recogidos en rejillas Quantifoil®, visualizados sin post-teñir y 
estudiados por TEM. (A) Imagen a baja magnificación mostrando varias CPVs (flechas) en los agujeros de 
carbón de la rejilla. (B) Imagen a mayor magnificación mostrando una CPV reclutando localmente RER, 
mitocondrias y Golgi. (C) Imagen a 0º de una CPV rodeada por RER y mitocondrias estudiada por ET. (D) 
Secciones digitales (~3 nm de grosor) del tomograma obtenido del campo mostrado en (C). (E) Modelo 3D del 
tomograma mostrado en (D) visualizado por AMIRA tras filtrar y segmentar. La CPV se muestra en beige, el 
RER en amarillo, las mitocondrias en rojo, el núcleo en rosa y el citoplasma en blanco. mi, mitocondria. N, 
núcleo. G, Golgi. Barras: 500 nm en (A); 200 nm en (B a D). 
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  2.7.3.- Estudio por tomografía electrónica de CPVs en células transfectadas 
establemente con el replicón VRUBrep/GFP/neo. 
Una vez determinado el protocolo óptimo de HPF y criosustitución, iniciamos el estudio 
mediante ET de células establemente transfectadas con VRUBrep/GFP/neo. En este estudio 
esperábamos entender mejor la relación existente entre las CPVs y los orgánulos que las 
rodean. Para ello, analizamos siete tomogramas de diferentes CPVs, obteniendo una 
resolución aproximada de unos 10 nm para la figura R26 y de unos 7 nm para la figura R27 
(considerando el criterio de umbral de FSCe/o de 0,3 como está descrito en Cardone y cols., 
2005). En la figura R26 se muestra una CPV seccionada lateralmente (comparar con la figura 
R16B) y en la figura R27 una seccionada frontalmente (comparar con la figura R16A). En el 
modelo 3D de la CPV seccionada lateralmente (figura R26A, campo principal) se observa que 
la CPV (beige) está rodeada de mitocondrias (rojo) y RER (amarillo). El citoplasma está 
mostrado en blanco. El recuadro de la figura R26A muestra la imagen de la CPV 
correspondiente al plano a 0º de la serie de inclinación. Tanto en el modelo 3D como en las 
secciones digitales del tomograma original (secciones sin filtrar ni segmentar, figura R26B y 
C), se observa un contenido denso en el interior de la vacuola (figuras R26A a C, asteriscos). 
También se observa cómo una de las mitocondrias que está cerca de la CPV contacta con ella 
gracias a una aparente fusión de las membranas de ambos orgánulos (figuras R26B y C, punta 
de flecha y figura R26C línea discontinua naranja). Además, se aprecia que tanto la lámina 
rígida (figuras R26A a C, estrellas) como la vacuola, presentan aperturas al citoplasma 
(figuras R26A a C, flechas) que posibilitarían el intercambio de moléculas de la CPV con el 
citoplasma y con la mitocondria. Tanto las aperturas de la vacuola como las de la lámina 
rígida (de un tamaño aproximado de unos 20 nm), permitirían la salida de las RNPs (de un 
tamaño aproximado de 6 nm de ancho). En el modelo 3D de la CPV seccionada frontalmente 
(figura R27A, campo principal), puede apreciarse cómo el RER rodea por completo la CPV. 
La imagen correspondiente a una inclinación de 0º está mostrada en el recuadro de la figura 
R27A. En la figura R27B, se aprecia a mayor magnificación la región rodeada con un círculo 
en la figura R27A. Tanto en el modelo 3D como en el plano mostrado del tomograma original 
(recuadro), se observan conexiones (flechas) entre el material denso presente en el interior de 
la vesícula (V) con la CPV. Esta vesícula está abierta al citoplasma en una zona cercana al 
RER (círculo punteado). La CPV también está abierta al citoplasma en otras zonas (figuras 
R27C y D), cerca de las cuales puede verse cómo el RER no sólo rodea a la CPV, sino que 
además contacta con ella (figuras R27E y F). Los datos obtenidos por ET son coherentes con 
los resultados obtenidos por semipermeabilización con SLO (figura R20) al mostrar aperturas 
en la CPV que posibilitarían el contacto de los RCs con el citoplasma y aportan una 
explicación estructural a la interacción entre las CPVs y las mitocondrias y el RER que les 
rodean, mediado por la posible fusión de las membranas de los orgánulos o por la 
participación de proteínas virales o celulares específicas implicadas en las interacciones entre 
orgánulos. 
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Figura R26. Tomografía electrónica de una CPV seccionada lateralmente. 
Estudio por ET de una sección de 200 nm sin post-teñir de una célula BHK-21 establemente transfectada con 
VRUBrep/GFP/neo, procesada mediante HPF, criosustitución en AU al 0,5% en acetona e inclusión en HM23. (A) Modelo 
3D generado por ET de una CPV seccionada lateralmente. Se muestra la CPV en beige, las mitocondrias en rojo, el RER en 
amarillo y el citoplasma en blanco. El recuadro corresponde a la proyección a 0º de la serie de inclinación original. (B y C) 
Corresponden a la misma sección digital del tomograma original filtrada empleando un filtro gaussiano. En (C) se han 
señalado parte de las membranas de la mitocondria (rojo), CPV (beige) y la conexión entre ambas (naranja). Los asteriscos 
marcan la vacuola, las estrellas la lámina y las flechas las aperturas al citoplasma de la CPV. Las puntas de flecha señalan la 








































Figura R27. Tomografía electrónica de una CPV seccionada frontalmente. 
Estudio por ET de una sección de 200 nm sin post-teñir de una célula BHK-21 establemente transfectada 
con el replicón VRUBrep/GFP/neo, procesada mediante HPF, criosustitución en AU al 0,5% en acetona e 
inclusión en HM23. (A) Modelo 3D generado por ET de una CPV seccionada frontalmente. Se muestra la CPV 
en beige, las mitocondrias en rojo, el RER en amarillo y el citoplasma en blanco. El recuadro corresponde a la 
proyección a 0º de la serie de inclinación original. En (B) se muestra ampliada la zona rodeada por un círculo en 
(A). La flecha señala conexiones del contenido denso de la vesícula (V) con la CPV y el círculo punteado una 
apertura al citoplasma. En el recuadro de (B), se muestra una sección digital del tomograma original en el que 
también se pueden ver las conexiones (flechas). (C y D) Modelo 3D (C) y sección digital del tomograma original 
(D) en los que se pueden apreciar las aperturas al citoplasma de la CPV (flechas). (E y F) Tres secciones 
digitales del tomograma original en las que se observan conexiones CPV-RER. En (D y F) se han señalado parte 
de las membranas del RER (amarillo) y de la CPV (beige). Las secciones del tomograma original mostradas en 
el recuadro de (B), y (D a F) han sido filtradas empleando un filtro gaussiano. Barras: 250 nm recuadro de (A); 
100 nm en recuadro de (B, D a F). 















































La replicación y morfogénesis de un buen número de virus tiene lugar en 
compartimentos intracelulares específicos donde se concentran determinados componentes 
virales y celulares formando estructuras conocidas como factorías virales (Novoa y cols., 
2005). Uno de los primeros eventos en la construcción de la factoría es la formación de los 
RCs, alrededor de los cuales se reclutan el resto de los elementos. Entre los virus ssRNA que 
replican su genoma en factorías virales en el citoplasma, los que están mejor caracterizados 
son sin duda los virus ssRNA+, cuyas RpRd se asocian a membranas celulares para formar los 
RCs funcionales (Salonen y cols., 2005). Entre las membranas celulares empleadas por los 
virus ssRNA+ encontramos las de la ruta secretora (como por ejemplo en el caso de picorna-, 
arteri-, bromo- y flavirus; Schlegel y cols., 1996; van der Meer y cols., 1998; Mackenzie y 
cols., 1999; Dubuisson y cols., 2002; Westaway y cols., 2002), mitocondrias (nodavirus; 
Miller y cols., 2001), peroxisomas y cloroplastos (tombusvirus; Rochon, 1999), endosomas y 
lisosomas (togavirus; Froshauer y cols., 1988; Lee y cols., 1994; Magliano y cols., 1998; 
Kujala y cols., 2001) y autofagosomas (arteri-, corona-, polio- y rhinovirus; Wileman, 2006). 
Para profundizar en el conocimiento de los mecanismos de formación de las factorías virales, 
sobre todo respecto a los virus ssRNA-, es importante la caracterización estructural de los 
RCs y la identificación de los factores virales y celulares implicados (Ortín y Parra, 2006). 
En este trabajo, hemos caracterizado los RCs generados por dos virus, uno ssRNA- (el 
VBUN) y otro ssRNA+ (el VRUB). En ambos especímenes hemos estudiado sus RCs 
principalmente desde el punto de vista estructural, incluyendo una reconstrucción 
tridimensional, y hemos identificado factores celulares y virales presentes en los mismos. 
Todos estos datos nos han permitido proponer modelos del funcionamiento de cada uno de los 
RCs y cómo se integran en la estructura de la factoría. 
 
1.- El complejo replicativo del virus Bunyamwera. 
El VBUN es un virus con genoma ssRNA- perteneciente al género Orthobunyavirus de 
la familia Bunyaviridae, que durante su infección genera una factoría viral alrededor del 
Golgi. Es en este orgánulo donde tiene lugar el ensamblaje y maduración del virus en un 
proceso en el que la adición de azúcares complejos a las glicoproteínas virales juega un papel 
clave (Salanueva y cols., 2003; Novoa y cols., 2005b). En nuestro laboratorio hemos 
observado además el reclutamiento de mitocondrias alrededor del Golgi (Salanueva y cols., 
2003, Novoa y cols., 2005b) y la redistribución de fibras de estrés de actina a la periferia 
celular (Fontana y cols., 2008). Por otro lado, en Salanueva y cols., (2003) se describió la 
existencia de unos tubos de origen viral, estimando un número de entre 2 ó 3 tubos por 
cisterna de Golgi. Estructuras similares a estas, se habían observado previamente en secciones 
ultra-finas de cerebros de ratón infectados con el VBUN (Murphy y cols., 1968b) y en células 
en cultivo infectadas por el hantavirus Sin Nombre (Goldsmith y cols., 1995), pero se 
interpretaron como formas virales alargadas o nucleocápsidas. El hecho de que Salanueva y 
cols., (2003) localizaran por microscopía electrónica proteínas virales en los tubos mediante 
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inmunomarcaje en secciones de células criosustituidas, que apareciesen en el Golgi a tiempos 
tempranos de post-infección y que su número disminuyera a tiempos tardíos, hizo pensar que 
estas estructuras no deberían ser ensamblados aberrantes, sino que debían tener un papel en 
fases tempranas del ciclo vital del virus.  
En este trabajo, hemos profundizado en la caracterización de los tubos producidos en las 
factorías del VBUN. Entre otras técnicas, hemos realizado análisis de cortes seriados y su 
reconstrucción 3D, aplicando conceptos empleados en la reconstrucción 3D por ET. 
Fundamentalmente en vez de realizar la asignación de la identidad de los elementos del 
volumen (segmentación) dibujando manualmente los mismos, hemos realizado máscaras de 
cada elemento. Para ello, es necesario seleccionar todos los píxeles correspondientes a un 
determinado elemento a representar y posteriormente aplicar filtros de reducción del ruido y 
algoritmos que determinan la cantidad de información a mostrar en el modelo 3D final. A 
pesar de la baja resolución en el eje Z que se obtiene mediante la reconstrucción por cortes 
seriados, la resolución en XY es similar a la obtenida por ET. Así, esta técnica nos ha 
permitido obtener información en 3D de los contactos de los diferentes componentes de la 
factoría y realizar un análisis más real de las factorías del VBUN puesto que todos los planos 
de la misma son estudiados. Por ejemplo, gracias al estudio por cortes seriados, hemos 
observado que todos los tubos presentan dos dominios, uno globular y otro tubular. Mediante 
estudios de inmunodetección por microscopía electrónica en tubos tanto in situ (en secciones 
de células criosustituidas) como in vitro (en tubos purificados), hemos localizado en el 
dominio globular del tubo todos los factores relacionados con la replicación del VBUN, por lo 
que hemos determinado que los RCs se ensamblan en las membranas del dominio globular de 
los tubos. El estudio mediante cortes seriados también nos ha permitido determinar que en las 
factorías del VBUN existe un mayor número de tubos que los estimados inicialmente, 
llegando a observar más de 50 en algunas células. Además hemos confirmado datos previos 
que mostraban tubos contactando con mitocondrias reclutadas a la factoría y hemos observado 
nuevas conexiones de los tubos virales con cisternas del RER y con los virus intracelulares. A 
pesar de que la factoría viral es una estructura altamente compleja, parece existir una unidad 
básica compuesta por una o varias cisternas de Golgi, mitocondrias, elementos del RER y una 
estructura tubular que conecta todos estos orgánulos. Según avanza la infección, la factoría 
viral abandona la posición yuxtanuclear, se desorganiza, se abre y dispersa por la célula y en 
ella se aprecia un incremento en el número de partículas virales que se mueven hacia la 
periferia. 
La purificación de los tubos virales ha permitido detectar mediante la elaboración de 
mapas peptídicos por espectrometría de masas MALDI-TOFF algunas proteínas celulares 
presentes en los mismos, entre las que podemos destacar proteínas relacionadas con la 
traducción del RNA y proteínas del citoesqueleto. Entre las primeras, hemos detectado 
diversas proteínas ribosomales y el factor de elongación II de la traducción eucariota. La 
presencia de estas proteínas sugiere que en los tubos virales podrían tener lugar procesos 
posteriores a la replicación. Estos datos son coherentes con resultados que muestran que la 
Discusión 
 121
síntesis del mRNA viral está asociada a la traducción para prevenir la terminación prematura 
de la transcripción (Barr, 2007). El modelo propuesto en bunyavirus afirma que los ribosomas 
asociados al mRNA evitarían la actividad de las señales de terminación de la transcripción del 
RNA viral. Por lo tanto, en el lugar que se produce la síntesis del RNA viral, debe localizarse 
la maquinaria de la traducción. De hecho, también hemos detectado en los tubos virales 
purificados la poliproteína M, lo que sería coherente con la traducción en el tubo viral del 
segmento M del VBUN. Quedaría por estudiar la localización de las proteínas celulares que 
participan en estos procesos en el contexto del tubo viral para confirmar si esta hipótesis es o 
no correcta. Por ejemplo, recientemente se ha descrito que los extremos 5´ de mRNAs 
celulares que el virus utiliza para el inicio de la síntesis del mRNA localizan en cuerpos P, 
lugares para la degradación de los mRNAs celulares defectuosos (Mir y cols., 2008). 
Teniendo en cuenta que para la síntesis del mRNA viral son necesarios los extremos 5´ de 
mRNAs celulares y que ésta tiene lugar en los tubos virales, podría ser interesante estudiar la 
relación de los tubos con los cuerpos P. 
El otro grupo de proteínas celulares detectadas en los tubos virales son proteínas del 
citoesqueleto. Entre estas, hemos detectado actina en el interior de los tubos, tanto in situ (en 
criosecciones de células infectadas) como in vitro (mediante western-blot y mediante 
inmunomarcaje de tubos purificados). Además, hemos observado que la actina del Golgi 
juega un papel importante en el ensamblaje del tubo viral al tratar las células infectadas con 
diferentes drogas. Tras incubar las células con BFA observamos que los tubos virales no 
desaparecen a la vez que las enzimas del Golgi se redistribuyen al RER. Por lo tanto, la 
estructura de los tubos virales debe depender principalmente de la matriz del Golgi. 
Considerando este dato y que la actina forma parte tanto del tubo viral como de la matriz del 
Golgi (Lazaro-Dieguez y cols., 2006), decidimos tratar las células infectadas con drogas que 
afectaran a la organización de la actina para analizar el efecto que tenía sobre los tubos. Para 
ello, empleamos tres drogas (citocalasina-D, LtrA y JPK) con mecanismos de acción 
diferentes, para tratar de asegurarnos que con alguna de ellas estábamos afectando la actina de 
las cisternas del Golgi. Tanto citocalasina-D como LtrA producen la depolimerización del 
citoesqueleto de actina, pero mientras que la citocalasina-D se une a un extremo de los 
filamentos de actina impidiendo la asociación o disociación de más monómeros a dicho 
extremo (Cooper, 1987), la LtrA se une a los monómeros de G-actina en relación 1:1 
impidiendo su incorporación a los filamentos de actina (Morton y cols., 2000). Por otro lado, 
el JPK produce la polimerización y estabilización de los filamentos de F-actina in vitro 
mediante la unión a la actina de los filamentos que, gracias a interacciones cooperativas entre 
los monómeros, produce la estabilización del filamento completo (Xie y Forer, 2008). Sin 
embargo, in vivo la JPK induce la formación de masas amorfas de actina (Bubb y cols., 2000). 
Además, cuando se emplea a tiempos largos, puede llegar a producir agregados filamentosos 
y desorganización del citoesqueleto de actina (Cramer, 1999). Teniendo en cuenta estos datos, 
la aparente discrepancia entre los datos obtenidos con las diferentes drogas podría tener su 
explicación en la manera en que cada droga interfiere con el citoesqueleto de actina. Por 
Caracterización de los complejos replicativos de virus RNA 
 
 122
ejemplo, está descrito que la LtrA produce una depolimerización significativa de la F-actina, 
mientras que no ocurre lo mismo en el tratamiento con la citocalasina-D (Morris y 
Tannenbaum 1980; Lázaro-Diéguez y cols., 2006). Por otro lado, teniendo en cuenta que los 
mecanismos de acción de la LtrA y el JPK son diferentes, es posible que mientras que la 
primera no sea capaz de afectar a la actina de los tubos virales, sí lo sea la segunda. Lo que sí 
podemos concluir es que la droga de actina que altera la estructura del tubo viral es aquella 
que está afectando a la localización del ensamblaje viral y a la producción de partículas 
infectivas, es decir, el JPK.  
Teniendo en cuenta que los virus emplean frecuentemente los filamentos de actina para 
su propio beneficio, no resulta extraño que el VBUN también interaccione con ellos durante 
su ciclo vital. Por ejemplo, algunos virus emplean el citoesqueleto de actina para el transporte 
intracelular, mientras que otros lo desorganizan para facilitar la infección (Cudmore y cols., 
1997; Dohner y Sodeik, 2005). La actina también es un componente estructural de los 
herpesvirus (Grünewald y cols., 2003) y se ha descrito la participación de la actina en la 
organización de los sitios de acumulación de mRNA y en la síntesis de las proteínas 
estructurales del virus de la inmunodeficiencia humana (Kimura y cols., 1996). Por lo tanto, 
proponemos que la actina juega un papel importante en el ensamblaje de los tubos virales 
durante la infección del VBUN. Además, el hecho de que el citoesqueleto del Golgi sea la 
parte más estable de un orgánulo muy cambiante, explicaría cómo el VBUN puede ensamblar 
su complejo replicativo en una estructura tan dinámica. Por otro lado, aunque serían 
necesarios más datos, el tratamiento de las células infectadas con el inhibidor de la miosina 
BDM sugiere un posible mecanismo de transporte de las RNPs desde el dominio globular de 
los tubos virales a los sitios de ensamblaje en el Golgi en el que la miosina estaría implicada. 
Esta función la podría realizar conjuntamente con la actina, como está propuesto en 
Andersson y cols., (2004) para el virus de la fiebre hemorrágica del Congo. 
Entre las proteínas virales detectadas en los tubos, resulta especialmente interesante la 
localización de NSm, tradicionalmente definida como una proteína no estructural que no está 
presente en todos los virus de la familia Bunyaviridae y que presenta diferente tamaño y 
forma de codificación en los diferentes géneros de la familia. Por ejemplo, en el virus del 
valle del Rift, del género Phlebovirus, esta proteína es dispensable para la maduración, 
replicación e infección del virus (Gerrard y cols., 2007), pero juega un papel importante en la 
supresión de la apoptosis inducida por la infección viral (Won y cols., 2007). Por otro lado, en 
el caso de los tospovirus, está descrito que NSm es una proteína de movimiento que transporta 
las RNPs a través de los plasmodesmos entre las células de las plantas infectadas, pero no en 
las del insecto vector (Storms y cols., 1995). Con respecto a los orthobunyavirus, Lappin y 
cols., (1994) propusieron que NSm podría estar implicada en la morfogénesis viral, debido a 
su localización en el aparato de Golgi. Esta hipótesis fue confirmada tras el estudio de 
mutantes de deleción que demostraron que el dominio amino terminal de NSm es necesario 
para el ensamblaje del VBUN (Shi y cols., 2006). En nuestro laboratorio, al estudiar por 
microscopía electrónica la infección con estos virus mutados obtenidos mediante genética 
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reversa en los que se han delecionado los dominios III y IV de NSm (Shi y cols., 2006), 
apenas observamos tubos virales (frente a los más de 50 por célula en el caso del virus 
control, en aproximadamente 200 células infectadas con los virus mutados sólo observamos 
12 tubos). Además, estos son menos rígidos y presentan unos dominios globulares más 
pequeños (de entre 60 y 100 nm de diámetro) (Fontana y cols., 2008). Estos datos apoyan la 
idea de que NSm también es importante para el ensamblaje de los tubos virales, lo que 
relaciona los tubos virales con la morfogénesis. 
En los estudios tanto de células infectadas con virus control tratadas con JPK como con 
células infectadas con los virus de deleción de NSm, observamos deficiencias en el 
ensamblaje de las nuevas partículas del virus. Durante el tratamiento con JPK la morfogénesis 
viral está desplazada a la membrana plasmática. En la infección con los virus de deleción de 
NSm además observamos que los virus crecen a un ritmo más lento, que se acumulan los 
virus intracelulares y que se alcanzan niveles de virus extracelulares entre 10 y 100 veces 
menores que en el virus control (Fontana y cols., 2008). Además, tras estudiar la localización 
de NSm y actina en los virus intra- y extracelulares tanto por microscopía electrónica como 
por western-blot, comprobamos que ambas proteínas estaban presentes en los virus 
intracelulares pero ausentes en los extracelulares (Fontana y cols., 2008). Este hecho es 
común en las proteínas de andamiaje, que asisten al ensamblaje viral (Steven y cols., 2005), 
función que tanto NSm y actina podrían realizar. Sería interesante estudiar si ambas proteínas 
interaccionan entre sí para realizar dicha función. 
Todos estos datos nos llevan a proponer que los tubos producidos durante la infección 
por el virus Bunyamwera desempeñan múltiples funciones muy importantes durante el ciclo 
vital del virus. (1) Por un lado, serían las estructuras encargadas de reclutar tanto las 
mitocondrias (que aportarían la energía necesaria para que el virus complete su ciclo vital) 
como el RER (de manera que NSm y las glicoproteínas virales recién sintetizadas se 
concentrarían en la factoría viral). (2) Además, en ellos se ensamblarían los RCs y por último 
(3) podrían estar implicados en la morfogénesis viral conectando los lugares de replicación y 
de ensamblaje lo que facilitaría el traslado del RNA recién sintetizado a la zona de ensamblaje 
o aportando proteínas de andamiaje (actina y NSm) al virión recién ensamblado. En este 
sentido, en los estudios mediante cortes seriados de la factoría, también hemos observado 
conexiones de los tubos con los virus intracelulares tipo I. Estas conclusiones están recogidas 
en el modelo de la figura D1. La RpRd viral se acumularía en las membranas del Golgi, 
reclutando el resto de los elementos necesarios para la replicación viral y generando los RCs 
en los dominios globulares de los tubos. Esta acumulación permitiría al VBUN beneficiarse 
de las ventajas descritas para la replicación asociada a membranas de los virus ssRNA+. A 
continuación, se formaría el dominio tubular empleando como proteínas de andamiaje tanto 
NSm como actina, que ensamblarían el dominio cilíndrico del tubo por polimerización hacia 
el interior de los sáculos del Golgi. El hecho de que los tubos (y por tanto el RC del VBUN) 
se ensamble asociado a la matriz del aparato de Golgi condicionaría que el lugar de 
ensamblaje de nuevos virus sea el propio Golgi. Los tubos generados contactarían con las 
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mitocondrias y el RER que aportarían la energía necesaria para la replicación y las proteínas 
virales que se expresan asociadas a membrana respectivamente. Los genomas recién 
sintetizados (1) interaccionarían con la nucleocápsida, muy abundante en los tubos y en las 
membranas del Golgi. Las RNPs saldrían del dominio globular a través de las aperturas de los 
tubos (Salanueva y cols., 2003 y figura R1) empleando la acto-miosina, en un proceso en el 
que NSm y/o la nucleocápsida podrían estar implicadas (2). Las RNPs se unirían entonces a 
los dominios citosólicos de las glicoproteínas virales Gc y Gn insertadas en membranas 
contiguas del Golgi formando los arcos de maduración (3), que posteriormente generarían las 
partículas virales que ya estarían listas para los procesos de maduración y secreción (4). En 
las primeras etapas de la morfogénesis viral, NSm y actina tendrían una función de proteínas 




Figura D1. Modelo de funcionamiento de los tubos 
virales en la factoría del VBUN. 
 
(1) Síntesis del nuevo RNA viral y formación de las 
RNPs. (2) Traslado de las RNPs virales a la zona de ensamblaje. 
(3) Formación de arcos de maduración que generarán los nuevos 
virus. (4) Partícula viral lista para los procesos de maduración y 
secreción. L, RNA polimerasa RNA dependiente. RNP, 
ribonucleoproteína. Nuc, nucleocápsida. Gc/Gn, glicoproteínas 
virales. NSm, proteína viral del segmento M. RER, retículo 
endoplásmico rugoso. mi, mitocondria. 
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2.- El complejo replicativo del virus Rubella. 
El VRUB es el único miembro del género Rubivirus de la familia Togaviridae. Los 
virus pertenecientes a esta familia son virus ssRNA+ y replican su genoma en orgánulos de 
origen endo-lisosomal modificados conocidos como CPVs (Froshauer y cols., 1988; Lee y 
cols., 1994; Magliano y cols., 1998) alrededor de las cuales se reclutan mitocondrias y 
cisternas del RER formando una factoría viral. En el caso del VRUB, también se recluta el 
aparato de Golgi (el sitio de ensamblaje viral) (Novoa y cols., 2005a). Para estudiar la 
arquitectura de las CPVs funcionales y su capacidad de formar la factoría, hemos empleado 
replicones del virus que además de las dos subunidades de la replicasa viral, expresan un gen 
que confiere resistencia a la neomicina pudiendo seleccionar una población de células 
transfectadas de forma estable (Fontana y cols., 2007a). Los replicones también expresan o 
bien GFP, o bien la cápsida viral fusionada con GFP (C-GFP). Al expresar la proteína de la 
cápsida fusionada con GFP, no podemos descartar que presente un comportamiento diferente 
a la proteína de la cápsida por sí sola. Sin embargo, se ha descrito previamente que C-GFP es 
funcional a la hora de modular la síntesis del RNA viral y rescata una mutación deletérea de 
P150 (Tzeng y Frey, 2003, 2005). Estudiar las CPVs generadas en células transfectadas por 
los replicones del VRUB en vez de en células infectadas, evita los problemas derivados del 
ciclo vital propio del virus, que incluyen bajo número de células infectadas, bajo número de 
virus por célula infectada y falta de sincronización de la infección en células en cultivo. 
Los replicones estudiados generan en las células transfectadas CPVs similares a las 
producidas durante la infección, pero apareciendo en mayor número y con una estructura 
interna más compleja, que incluye la formación de un mayor número de vacuolas y láminas 
rígidas. Estructuras similares a estas también están presentes en lisosomas control, aunque en 
un número mucho menor y con una estructura interna menos compleja, por lo que su 
proliferación en células transfectadas debe ser un proceso estimulado por las proteínas no 
estructurales del VRUB. En células tratadas con BSA-oro se observa que ésta localiza en el 
interior de las CPVs, lo que demuestra la conexión de las mismas con la ruta endocítica y es 
coherente con los datos previos que proponen las membranas de origen endo-lisosomal como 
el lugar de replicación del VRUB (Froshauer y cols., 1988; Lee y cols., 1994; Magliano y 
cols., 1998). Por otro lado, no se observa incremento en el número de los autofagosomas en 
células transfectadas frente a las no transfectadas ni se aprecian diferencias en la señal de 
dsRNA entre células transfectadas tratadas o no con la droga inhibidora de los autofagosomas 
3-MA. Por lo tanto, a pesar de la posible similitud estructural que podría haber entre las CPVs 
y los autofagosomas que son utilizados por algunos virus ssRNA+ (Jackson y cols., 2005; 
Wileman, 2006), parece que las CPVs del VRUB no tienen relación con los autofagosomas. 
En las CPVs hemos localizado las dos subunidades de la replicasa viral, P150 y P90, y 
dsRNA, un marcador de la replicación viral, tanto por microscopía confocal como por 
inmunomicroscopía electrónica, en la misma línea de estudios previos en los que se describe 
que los replicones son funcionales en la replicación viral (Pugachev y cols., 2000). Por otro 
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lado, al estudiar la distribución de los orgánulos celulares en las células transfectadas, hemos 
observado que las CPVs ensambladas en células transfectadas con los replicones son capaces 
de producir el reclutamiento local del RER, mitocondrias y Golgi, de forma similar a como 
ocurre con las CPVs de células infectadas (Lee y Bowden, 2000). Curiosamente, la señal del 
dsRNA no siempre estaba asociada a los lisosomas perinucleares, sino que también se 
detectaba en la periferia celular, asociada o no a lisosomas. En este sentido, existen estudios 
que describen que las CPVs tanto de alphavirus como del VRUB son secretadas a tiempos 
tardíos post-infección (Froshauer y cols., 1988; Lee y Bowden, 2000). Además, un 
incremento en la concentración intracelular del Ca2+ por encima de 1 µM induce la secreción 
de los lisosomas convencionales en diversos tipos celulares (Rodríguez y cols., 1997). Este 
mecanismo podría estar activado durante la infección o la transfección del VRUB y podría ser 
que el dsRNA se encuentre en lisosomas que hayan perdido los marcadores específicos en su 
ruta a la membrana plasmática. También podría servir a las células para eliminar el dsRNA 
viral.  
La RpRd debe ser el único factor viral necesario para la formación de las CPVs y el 
reclutamiento local de los orgánulos celulares a su alrededor, ya que no apreciamos 
diferencias en cuanto a la morfología de las CPVs ni al comparar el movimiento de orgánulos 
producido al transfectar los replicones que contienen C-GFP frente a los que sólo expresan la 
RpRd. Sin embargo, recientemente Beatch y cols., (2005) han descrito que la cápsida 
expresada sola sí es capaz de reclutar de forma global las mitocondrias a la zona perinuclear. 
Este hecho apunta a que tanto la replicasa como la cápsida tienen capacidad para movilizar las 
mitocondrias de la célula. Por otro lado, se ha descrito que la cápsida interacciona también 
con diferentes componentes virales (RNA, la RpRd y glicoproteínas). En nuestro estudio, 
además de confirmar la co-localización de la cápsida con P150 descrita en Kujala y cols., 
(1999), hemos observado co-localización parcial con P90. Por otro lado, aunque C-GFP 
localiza principalmente en el citoplasma, rodeando las CPVs de forma similar a como está 
descrito por inmunomicroscopía electrónica en células infectadas con VRUB en Lee y cols., 
(1999), también hemos observado una localización parcial en el interior de las CPVs. Estos 
resultados están de acuerdo con datos que proponen que la cápsida modula la síntesis del 
RNA, con la complementación de la cápsida de una mutación deletérea de P150 (Tzeng y 
Frey 2003, 2005) y con la co-inmunoprecipitación de C con P150 (Tzeng y cols., 2006). 
En las células transfectadas con los replicones del VRUB hemos detectado co-
localización entre la actina y las subunidades de la RpRd P90 y P150. En células infectadas 
con el VRUB Kujala y cols., (1999) también observaron interacción de P150 con actina y 
desorganización del citoesqueleto de actina. Como ya se ha comentado anteriormente en esta 
discusión, es conocido que los virus emplean el citoesqueleto de actina de diversas formas, 
llegando incluso a incorporar actina en los viriones maduros. En el caso del VRUB, no se 
conoce la función que puede desempeñar esta interacción, si es que tiene alguna. También 
hemos detectado en el interior de las CPVs pequeñas cantidades de la proteína mitocondrial 
P32 y C-GFP en la periferia mitocondrial. La interacción entre la proteína de la cápsida y P32 
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está descrita por dos laboratorios diferentes (Beatch y Hobman, 2000; Mohan y cols., 2002) y 
tiene lugar en la periferia de las mitocondrias. Beatch y cols., (2005), demostraron que 
mutaciones de la cápsida que afectaban a su interacción con P32 reducían la infectividad viral 
y también propusieron un posible papel de esta proteína en el reclutamiento de las 
mitocondrias alrededor del Golgi. Teniendo en cuenta que hemos detectado P32 en las CPVs 
generadas por replicones sin C-GFP, la localización de P32 en el interior de las CPVs podría 
deberse a una interacción de P32 con otros factores de la CPV, como por ejemplo con la 
replicasa viral, apuntando a una posible participación de P32 como componente estructural de 
las CPVs. Aunque todavía no conocemos su función en la replicación del virus, sería 
interesante explorar si podría estar relacionada con el transporte de la cáspida al RC 
facilitando su interacción con el RNA durante el proceso de ensamblaje de las nuevas RNPs. 
También sería interesante estudiar la posible presencia en el interior de las CPVs de otras 
proteínas celulares que interaccionan con componentes virales durante el proceso de 
replicación como la calreticulina, o los autoantígenos Ro y La. Recientemente se ha descrito 
la interacción de la cápsida con otra proteína celular, en este caso, con la proteína de unión a 
la cola de poli-A, que incrementa la eficacia de la traducción circularizando los mRNAs 
(Ilkow y cols., 2008). Esta interacción ihibiría la traducción de los RNAs genómicos a 
proteínas a tiempos tardíos de post infección, favoreciendo su empaquetamiento en las nuevas 
partículas virales y podría tener lugar en la periferia de las CPVs. 
Las CPVs caracterizadas en este trabajo muestran en su interior multitud de vacuolas, 
vesículas densas y láminas rígidas. Esta descripción difiere de las realizadas previamente, en 
las que se definían como vacuolas muy poco densas con esférulas en su interior ancladas a la 
membrana. Estas esférulas están propuestas como los lugares exactos de replicación viral 
según los inmunomarcajes por microscopía electrónica tanto de P150 como de bromouridina 
(previamente incorporada al RNA recién sintetizado; Kujala y cols., 1999). Sin embargo en 
nuestro estudio hemos empleado protocolos de alta preservación de las estructuras celulares, 
como la preparación de muestras empleando tiempos muy cortos de deshidratación a 4ºC, la 
HPF y la criosustitución. Por lo tanto, observamos CPVs con un contenido mucho más 
complejo. Así, las esférulas previamente descritas como los RCs, deben ser las vesículas 
observadas en nuestro estudio. Estas vesículas son realmente muy heterogéneas tanto en 
densidad de contenido como en tamaño y no siempre se encuentran en las membranas 
periféricas de las CPVs.  
En el interior de las CPVs hemos descrito un nuevo elemento, las láminas rígidas. La 
rigidez de las mismas sugiere un alto contenido proteico y en su interior hemos localizado 
P150, P90 y dsRNA, lo que sugiere que contienen RCs funcionales. También hemos 
localizado pequeñas cantidades de cápsida viral. Al seccionar dichas láminas por su interior 
observamos una estructura compatible con un "close-packing" u ordenación bidimensional de 
los componentes de la misma. Este dato, iría en la línea de trabajos previos realizados in vitro, 
en los que se observó que la RpRd purificada de poliovirus forma estructuras bidimensionales 
y tubulares (Lyle y cols., 2002). Nuestro estudio sería la primera vez que se observa este 
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hecho in vivo en los RCs tanto de células transfectadas con replicones como de células 
infectadas. Esta forma de organización incrementaría la eficacia del proceso de replicación 
facilitando el acceso de las RpRd a un nuevo molde de RNA. Estudios preliminares de 
nuestro laboratorio parecen indicar la presencia de las láminas rígidas en las CPVs de células 
infectadas por el alphavirus Sindbis, por lo que podría ser una característica común a los virus 
de la familia Togaviridae. 
La arquitectura de las CPVs ha sido analizada con más detalle mediante estudios por 
HPF y criosustitución, una de las aproximaciones más empleadas para la preservación de 
estructuras en un estado cercano al nativo. La HPF y criosustitución pueden ser combinadas 
con la ET, llegando incluso a la caracterización en 3D de células eucariotas enteras (Noske y 
cols., 2008). La ET ha permitido resolver la estructura de diversos orgánulos celulares y 
actualmente es una poderosa herramienta para la caracterización estructural de la célula. Por 
ejemplo, se ha resuelto la estructura del aparato de Golgi (Ladinsky y cols., 1999; Marsh y 
cols., 2001), del poro nuclear (Beck y cols., 2007) y del citoesqueleto de actina (Medalia et 
al., 2002) en células vitrificadas y por tanto en un estado próximo al "nativo". Para realizar el 
estudio por HPF, criosustitución y ET de las CPVs en células transfectadas con los replicones 
del VRUB, hemos optimizado el protocolo de preparación de las muestras, centrándonos en el 
contraste de las células y en la estabilidad de las secciones en el haz de electrones del 
microscopio electrónico. Es importante destacar que el protocolo de criosustitución determina 
el contraste final de la muestra (Studer y cols., 2008) y está propuesto que los factores más 
influyentes sean la concentración y el tipo de fijador empleado. La resina utilizada para la 
infiltración de las muestras también es importante, puesto que contribuye al contraste final. 
Mientras que la mayoría de los protocolos descritos necesitan una etapa de post-tinción de la 
muestra después de la criosustitución y la obtención de las secciones ultrafinas (como por 
ejemplo en el caso de Murk y cols., 2003; Lanman y cols., 2008; Noske y cols., 2008), el 
nuestro aporta un contraste adecuado de las células evitando esta etapa. Esto se debe al 
protocolo empleado (criosustitución en AU al 0,5% en acetona durante 24 horas) y al uso de 
la resina Lowicryl HM23, una de las resinas más transparentes (Quintana y cols., 1998). 
Además, hemos mejorado la estabilidad de las secciones empleando rejillas Quantifoil®, que 
tienen una capa de carbón agujereada que aporta el soporte a la sección para que resista la 
irradiación necesaria durante la obtención del tomograma (Diestra y cols., 2009). Teniendo en 
cuenta que para elaborar tomogramas con una buena resolución es necesario obtener más de 
75 proyecciones de la muestra a diferentes inclinaciones, la estabilidad de la misma es un 
factor esencial. Las rejillas Quantifoil®, empleadas rutinariamente para criomicroscopía 
electrónica de partículas individuales (Grassucci y cols., 2007), además de aportar la 
estabilidad adecuada a las secciones, evitan tanto el enmascaramiento de los detalles de la 
estructura a estudiar si está localizada en los agujeros del carbón como la presencia de una 
capa adicional de plástico en la preparación, que posiblemente se comportaría de manera 
diferente a la sección durante la irradiación en el microscopio electrónico afectando a la 
estabilidad de la muestra y a la calidad del tomograma. 
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Tras la optimización del protocolo de preparación de las muestras, en el estudio por ET 
de células transfectadas con los replicones del VRUB después de su procesamiento por HPF y 
criosustitución, hemos observado aperturas tanto en las vacuolas como en las láminas rígidas 
de las CPVs que conectarían su interior con el citoplasma. Estas aperturas son coherentes con 
los resultados obtenidos mediante la semipermeabilización con SLO, puesto que permitirían 
el contacto de los RCs con el citoplasma, y por tanto la salida del RNA recién sintetizado. 
Además, gracias al estudio de secciones semigruesas hemos observado que tanto las 
mitocondrias como el RER rodean casi por completo las CPVs. Este hecho es muy difícil de 
observar en secciones ultrafinas debido al escaso volumen estudiado en cada sección. Estos 
orgánulos presentan conexiones con las CPVs que podrían estar mediadas por proteínas 
celulares específicas, como se ha propuesto para el contacto entre orgánulos celulares. Por 
ejemplo, se ha propuesto que las proteínas mitocondriales mitofusinas estarían implicadas en 
los contactos existentes entre RER y mitocondrias (de Brito y Scorrano, 2008). Además, 
teniendo en cuenta que estas conexiones tienen lugar en zonas cercanas a las aperturas de las 
CPVs, sugieren un posible intercambio de moléculas entre las CPVs y los orgánulos que las 
rodean. Por otro lado, en el interior de las vacuolas, en las vesículas y en las zonas cercanas al 
RER, observamos elementos electrón-densos que podrían corresponder con las RNPs virales. 
Sin embargo, sería necesario obtener tomogramas de mayor resolución y desarrollar técnicas 
de "mapeo molecular"  para poder afirmar o descartar esta posibilidad.  
En su conjunto, todos estos datos nos permiten proponer el modelo de funcionamiento 
de la figura D2. Nuestra hipótesis es que la síntesis del RNA viral debe ocurrir en las 
membranas de las vesículas y láminas rígidas del interior de las CPVs, que están en 
comunicación con el citosol (1). La RpRd viral, interaccionando con determinados factores 
celulares, se asociaría a dichas membranas de los lisosomas que crecerían con el tiempo 
formando vacuolas (2) y láminas rígidas cada vez mayores (3). El reclutamiento del RER, 
Golgi y mitocondrias formaría entonces la factoría viral. En este proceso la RpRd jugaría un 
papel clave, con la posible colaboración de otras proteínas virales (como por ejemplo C) o 
celulares (como por ejemplo P32). Las interacciones entre las CPVs y estos orgánulos podrían 
tener lugar a través de proteínas celulares y virales específicas que posiblemente participen en 
el transporte del RNA genómico y subgenómico recién sintetizado al Golgi y al RER (flechas 
azules), permitiendo el ensamblaje de nuevas partículas virales (4) y la síntesis de nuevas 
proteínas respectivamente (5): en este último proceso, la síntesis de las nuevas proteínas 
virales asociadas a membrana se traducirían en ribosomas del RER y las no asociadas en 
ribosomas libres de la región existente entre ambos orgánulos. La cápsida, al localizarse tanto 
en el interior como alrededor de las CPVs, podría participar en la salida del RNA del interior 
de los RCs y podría tener un papel como transportador del RNA genómico hacia el Golgi para 
su ensamblaje. El reclutamiento de mitocondrias, aportaría la energía necesaria para el 
proceso de replicación del virus y podría ser una fuente de la P32 presente en el interior de las 
CPVs.  





Figura D2. Modelo de funcionamiento de las CPVs en la factoría del VRUB. 
Replicación del RNA viral en vesículas (1), vacuolas (2) y láminas rígidas (3). Los RNAs recién 
sintetizados se dirigen tanto al Golgi para ensamblar las nuevas partículas virales (4) como al RER para la 
síntesis de las proteínas virales (5). Flechas azules, movimientos de RNPs. Flechas negras, movimientos de 
proteínas. RpRd, RNA polimerasa RNA dependiente. RER, retículo endoplásmico rugoso. mi, mitocondria. 




Las diferentes aproximaciones empleadas en este trabajo para el estudio de los RCs de 
los virus VBUN y VRUB han posibilitando la propuesta de modelos de funcionamiento de los 
mismos. Para profundizar en este estudio y comprobar que las proteínas incluidas en dichos 
modelos realmente realizan las funciones propuestas, será necesario un "mapeo molecular" de 
los diferentes componentes que nos permita estudiar la estructura y actividad de los RCs a 
nivel macromolecular. Conjuntamente con la aplicación de métodos de mapeo molecular, será 
necesario continuar con el estudio mediante HPF, criosustitución y ET o mediante HPF, 
obtención de secciones vítreas y crio-ET de las factorías de ambos virus, para llegar a obtener 
reconstrucciones 3D a mayor resolución que la obtenida en este trabajo y sin las limitaciones 
de resolución en el eje Z de las reconstrucciones mediante cortes seriados. Para ello, los 
volúmenes 3D obtenidos en este trabajo serán importantes puntos de partida. 


























Tras la caracterización estructural de los RCs en factorías de los virus Bunyamwera y 
Rubella, podemos concluir que: 
1) La factoría viral temprana del VBUN parece estar constituida por unidades 
estructurales que se componen de una o varias cisternas de Golgi, mitocondrias, 
elementos del RER y una estructura tubular que conecta todos estos orgánulos tal y 
como se aprecia en los mapas 3D. Según avanza la infección, la factoría viral abandona 
la posición yuxtanuclear, se desorganiza, se abre y dispersa por la célula, a la vez que se 
aprecia un incremento en el número de partículas virales que se mueven hacia la 
periferia. 
2) Los RCs del VBUN se ensamblan en los dominios globulares de los tubos virales 
formados durante la infección. Los tubos virales además están implicados en el 
reclutamiento de orgánulos a la factoría y en la morfogénesis viral. 
3) Tanto actina como NSm forman parte del dominio cilíndrico de los tubos virales y de 
los virus intracelulares del VBUN. La actina y muy probablemente también NSm, son 
factores importantes para el ensamblaje de los tubos y de las partículas intracelulares. 
4) Los replicones del VRUB producen CPVs funcionales en replicación que reclutan de 
forma local RER, Golgi y mitocondrias a su alrededor. La replicasa es el único factor 
viral necesario para la formación de estas factorías. Las CPVs son lisosomas 
modificados que mantienen la comunicación con la ruta endocítica y no están 
relacionadas con los autofagosomas. 
5) Las CPVs del VRUB presentan en su interior una gran electrón-densidad, con una 
heterogeneidad de vesículas, vacuolas y láminas rígidas. En estas estructuras hemos 
detectado los factores virales implicados en la replicación del virus y la proteína 
mitocondrial P32. Las láminas podrían contener ensamblados bidimensionales con 
numerosas moléculas de la replicasa viral, organización que incrementaría la eficacia del 
proceso de replicación.  
6) Los mapas 3D muestran que el RER y las mitocondrias reclutadas contactan con las 
CPVs y cerca de los lugares de conexión las CPVs presentan aperturas al citoplasma. 
Estas aperturas y conexiones probablemente facilitan el intercambio de macromoléculas 
entre los componentes de la factoría, como por ejemplo la salida del RNA recién 
sintetizado a la zona de ensamblaje. 
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Summary
Rubella virus (RUB) assembles its replication com-
plexes (RCs) in modiﬁed organelles of endo-
lysosomal origin, known as cytopathic vacuoles
(CPVs). These peculiar structures are key elements of
RUB factories, where rough endoplasmic reticulum,
mitochondria, and Golgi are recruited. Bicistronic
RUB replicons expressing an antibiotic resistance
gene either in the presence or the absence of the RUB
capsid (C) gene were used to study the structure of
RCs in transfected cells. Confocal microscopy
showed that the RUB replicase components P90 and
P150 localized to CPVs, as did double-stranded RNA
(dsRNA), a marker for RNA synthesis. Electron
microscopy (EM) showed that replicons generated
CPVs containing small vesicles and large vacuoles,
similar to CPVs from RUB-infected cells and that the
replicase proteins were sufficient for organelle
recruitment. Some of these CPVs contained straight
membranes. When cross-sectioned, these rigid mem-
branes appeared to be sheets of closely packed
proteins. Immuno-EM revealed that these sheets,
apparently in contact with the cytosol, contained both
P150 and P90, as well as dsRNA, and thus could be
two-dimensional arrays of functional viral replicases.
Labelling of dsRNA after streptolysin-O permeabiliza-
tion showed that replication of viral genome takes
place on the cytoplasmic side of CPVs. When present,
C accumulated around CPVs. Mitochondrial protein
P32 was detected within modiﬁed CPVs, the ﬁrst dem-
onstration of involvement of this protein, which inter-
acts with C, with RCs.
Introduction
Enveloped RNA viruses replicate and assemble in asso-
ciation with cellular membranes, often in a complex struc-
ture, a ‘viral factory’, to which the participating cell and
viral factors are recruited. Mitochondria, cytoskeletal ele-
ments and cellular endomembranes are frequent partici-
pants in the factory architecture. Knowledge about the
signals involved in organelle recruitment and modiﬁcation,
as well as mechanisms operating in spatial connection
between viral replication and morphogenesis, is very
limited. One of the earliest events in the construction of
the factory is the formation of the replication complexes
(RCs). In this sense, the replication of viral genomes in
association with intracellular membranes is a common
feature of many viruses, particularly of positive-stranded
RNA viruses (Salonen et al., 2005). A variety of mem-
branes are used by different viruses, including mem-
branes of secretory pathway organelles (picorna-, arteri-,
bromo- and ﬂaviviruses) (Schlegel et al., 1996; van der
Meer et al., 1998; Mackenzie et al., 1999; Suhy et al.,
2000; Dubuisson et al., 2002; Westaway et al., 2002),
mitochondria (nodaviruses) (Miller et al., 2001), peroxi-
somes and chloroplasts (tombusviruses) (Rochon, 1999),
endosomes and lysosomes (togaviruses) (Froshauer
et al., 1988; Lee et al., 1994; Magliano et al., 1998; Kujala
et al., 2001) and autophagosomes (arteriviruses, coro-
naviruses, poliovirus and rhinovirus) (reviewed by
Wileman, 2006). It appears that targeting to the speciﬁc
organelle is mediated by viral replicase components
(Salonen et al., 2003; 2005).
A very unique feature of togaviruses is that their RCs
assemble in modiﬁed organelles of endo-lysosomal origin
that have been termed ‘cytopathic vacuoles’ or CPVs
(Froshauer et al., 1988; Lee et al., 1994; Magliano et al.,
1998). CPVs contain internalized, membrane-bound
spherules of 50–70 nm which are thought to be the sites of
viral RNA synthesis. In some electron micrographs, these
spherules appear to be connected with the organellemem-
brane by slender threads or ‘necks’. It is probably through
these necks that newly synthesized RNA is transported to
the cytoplasm. While the two togavirus genera, alphavi-
ruses (e.g. Semliki Forest virus and Sindbis virus) and
rubiviruses (rubella virus, RUB), generate CPVs with a
similar morphology and have rough endoplasmic reticulum
(RER) cisternae and mitochondria around, Golgi stacks
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are additionally recruited to RUB CPVs (Lee et al., 1992;
Magliano et al., 1998; Risco et al., 2003) forming a ‘viral
factory’where the virus replicates, assembles andmatures
(Lee and Bowden, 2000; Novoa et al., 2005a).
The study of intracellular RUB infection has been ham-
pered by the slow rate of virus replication and lack of
synchronous infection in culture cells. The RUB genome
is a single-stranded RNA of plus-polarity of ~10 kb in
length that contain two open reading frames (ORF), a 5′
proximal ORF (the NS-ORF) that encodes the two non-
structural replicase components, P150 and P90, and is
translated from the genome RNA and a 3′ proximal ORF
(the SP-ORF) that encodes the virion structural proteins,
capsid (C) and envelope glycoproteins E2 and E1 and is
translated from a subgenomic RNA synthesized in
infected cells (Frey, 1994). Replicons which substitute
reporter genes for the SP-ORF have been developed and
used to study replication in the absence of the virion
proteins (Tzeng et al., 2001). Recently, genomic and rep-
licon constructs have been generated which express an
additional gene under control of an internal ribosome
entry site (IRES) (Pugachev et al., 2000). When the addi-
tional gene is an antibiotic resistance gene, populations of
stably transfected cells that uniformly harbour the replicon
can be selected (Chen and Icenogle, 2004) enhancing the
ability to study intracellular replication events.
In this study we have initiated the structural examina-
tion of RCs and CPVs in stable replicon-transfected cells
by confocal and electron microscopy (EM). Although it is
not required for RNA synthesis, the virus C protein has
recently been shown to both enhance and modulate virus
RNA synthesis (Tzeng and Frey, 2005; Tzeng et al., 2006)
and rescue a variety of deleterious viral mutants, an effect
manifested at the level of RNA synthesis (Tzeng and Frey,
2003; Chen and Icenogle, 2004; Tzeng et al., 2006). Fur-
thermore, the C protein binds to a mitochondrial protein,
P32, and has been reported to alter the cellular distribu-
tion of mitochondria (Beatch et al., 2005). Therefore, it
was of interest to study the effect of expression of the C
protein on RCs in replicon-transfected cells. For EM,
specimens were prepared by freeze substitution, allowing
for superior structural preservation, prior to embedding
and sectioning. This is the ﬁrst study of togaviruses RCs
and CPVs in which freeze substitution has been
employed for sample preparation and differences in CPV
morphology were noted, included discovery of a novel
CPV architecture in replicon-transfected cells that is also
present in CPVs assembled in virus infected cells.
Results
Formation of RCs in RUB replicon-transfected cells
As shown in Fig. 1A, the replicons used in this study
expressed two heterologous genes, GFP or a C-GFP
fusion under control of the subgenomic promoter followed
by the neomycin resistance gene under control of a picor-
naviral IRES (translation can be from either the genomic
or subgenomic RNA). The former construct was termed
RUBrep/GFP/neo and the latter was termed RUBrep/
C-GFP/neo. Confocal microscopy of Vero and BHK-21
cells transfected transiently (2–4 days post transfection
with no drug selection) revealed that P150 (Fig. 1B) and
P90 (not shown), the two replicase components, localize
in organelles labelled with antibodies against the lysoso-
mal marker LAMP-1, GFP localizes in both the nucleus
and the cytoplasm (Fig. 1B and C) while the C-GFP fusion
localizes in the cytoplasm (Fig. 1D and E), the site of
accumulation of C protein in RUB-infected cells. Double-
stranded RNA (dsRNA), an intermediate of RNA replica-
tion, also localized with lysosomes (Fig. 1C and D), but
interestingly was also sometimes on the cell periphery as
well, either in association with lysosomes or without
apparent association with lysosomes (Fig. 1E). Many
cells exhibited both patterns of dsRNA distribution,
depending on the plane of the micrograph within the cell
(Fig. 1F and G). Similar ﬁndings were made with stably
transfected cell cultures obtained following drug selection
(not shown). Replicons thus assemble RCs in association
with lysosomes, similarly to virus-infected cells.
Fig. 1. Immunoﬂuorescence and confocal microscopy localization of RUB replication components in replicon-transfected cells (Vero cells, 2 or
4 days post transfection). Single optical sections are shown. An asterisk marks the centre of the cell nucleus.
A. Schematic diagrams of the two replicons used in this study, RUBrep/GFP/neo and RUBrep/C-GFP/neo. ORFs are represented by boxes
and untranslated regions by lines.
B. Localization of P150 non-structural protein (red) and lysosomes (blue) in cells transfected with RUBrep/GFP/neo. Lysosomes were labelled
with anti-LAMP-1 antibodies. Arrows indicate P150 signal within lysosomes. With this construct, GFP localizes in both the cell nucleus (*) and
the cytoplasm.
C. Localization of dsRNA (antibody labelled in red) and lysosomes (blue) in cells transfected with RUBrep/GFP/neo. Arrows indicate dsRNA
signal within lysosomes.
D and E. Localization of dsRNA (red) and lysosomes (blue) in cells transfected with RUBrep/C-GFP/neo. In D, arrows indicate dsRNA signal
within lysosomes while in E, arrows indicate localization of dsRNA signal on cell periphery. With this construct, the C-GFP fusion accumulates
in the cytoplasm.
F and G. Two confocal single sections of the same cell transfected with RUBrep/C-GFP/neo and stained for dsRNA (red) showing dsRNA
concentrating in the perinuclear region in the central section (F) or on the cell periphery in the lower section (G).
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Effect of replicons on organelle distribution
Confocal microscopy was used to study the global dis-
tribution of Golgi, mitochondria, lysosomes, RER in
control and replicon-transfected cells. No differences
were observed between cells transfected with RUBrep/
GFP/neo and RUBrep/C-GFP/neo and thus images from
cells transfected with only the latter replicon are shown
(Fig. 2). Lysosomes are shown in Fig. 2A–C, Golgi and
mitochondria are shown in Fig. 2D–F, and RER in
Fig. 2G–J; in panels C, F and J, the GFP signal has
been subtracted so that organelle distribution can be
compared. No signiﬁcant alterations in the global distri-
bution of lysosomes, Golgi or mitochondria were
observed between control and transfected cells.
However, the RER signal was weaker in transfected
Fig. 2. Organelle distribution and ultrastructure in replicon-transfected cells (control non-transfected BHK-21 cells, BHK-21 cells stably
transfected with RUBrep/C-GFP/neo, and Vero cells transiently transfected with this replicon at 2 days post transfection). Single optical
sections are shown. Vero cells are shown in A–C while the rest of ﬁelds are of BHK-21 cells. The cells were stained for lysosomes (blue)
(A–C), Golgi (red) and mitochondria (visualized with Mitotracker blue) (D–F) and RER (red) (G–J). Panels B/C, E/F and I/J show the same
ﬁeld; in C, F and J, the green signal has been removed to allow better resolution of the organelle staining pattern. (K) EM of perinuclear areas
of cells transfected with RUBrep/C-GFP/neo. Dense, modiﬁed lysosome-like organelles or CPVs (‘RC’ for replication complex) locally recruit
mitochondria (mi) in the proximity of the cell nucleus (N) and are surrounded by RER, and Golgi stacks (G). Bar: 1 mm.
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cells, suggesting a fragmentation and spreading of this
compartment. EM was used to study regional organelle
distribution. As shown in Fig. 2K, in RUBrep/C-GFP/
neo-transfected cells, electron-dense, lysosome-like
organelles, putative CPVs (as shown below, these
contain both RUB replicase proteins and dsRNA) were
surrounded by mitochondria, RER elements and Golgi
stacks. Similar results were obtained in RUBrep/GFP/
neo-transfected cells. No differences in global or
regional organelle recruitment were observed between
transiently transfected or drug-selected cells.
Colocalization of C protein with replicase components
In cells transfected with RUBrep/C-GFP/neo the C-GFP
fusion protein colocalized with both P150 and P90 repli-
case components (Fig. 3A and B, drug selected cells are
shown in these images). Interestingly, in cells with a mod-
erate level of C-GFP expression, the C-GFP signal out-
lined lysosomes visualized with Lysotracker (this reagent
was used because we found that anti-LAMP antibodies
labelled Vero lysosomes, but not lysosomes in BHK-21
cells). C-GFP exhibited a more localized pattern around
lysosomes in stably transfected BHK-21 cells and appar-
ently the Lysotracker probe had difficulty penetrating
some lysosomes that were surrounded by C-GFP
(Fig. 3C). Colocalized C-GFP and replicase occasionally
exhibited a ﬁlamentous pattern reminiscent of cytoskeletal
architecture (Fig. 3D). While no colocalization of micro-
tubules or intermediate ﬁlaments with replicase compo-
nents was detected (not shown), actin ﬁlaments did colo-
calize with replicase components in both RUBrep/GFP/
neo- (Fig. 3E) and RUBrep/C-GFP/neo- (not shown)
transfected cells and with C-GFP in cells transfected with
the latter replicon (Fig. 3F).
Ultrastructure of replicon CPVs
Stably transfected cultures after drug selection were used
for transmission EM after both conventional and freeze-
substitution processing and for immunolabelling. Two
views of CPVs in RUBrep/C-GFP/neo stably transfected
cells are shown in Fig. 4A and B which likely represent a
cross-section and a side view respectively. The CPV in
Fig. 4A is electron-dense and contains a number of hollow
vacuoles while the CPVs in Fig. 4B are characterized by a
large vacuole and a long straight element. CPVs in
RUBrep/GFP/neo stably transfected cells had a similar
morphology (not shown). As a control for the replicon-
transfected cells, uninfected and RUB-infected BHK-21
cells (24 and 48 h post infection) were similarly analysed
(Fig. 4C and D). Lysosomes in uninfected cells (inset in
Fig. 4D) were electron-dense with some small vesicles
occasionally distinguishable (but at a much lower number
than in CPVs in replicon-transfected cells) and usually
devoid of vacuoles and straight elements and without
local recruitment of mitochondria and RER (not shown).
However, RUB-infected cells (Fig. 4C and D) contained
electron-dense CPVs with internal vacuoles and straight
elements, although these were usually smaller and in
lower abundance than in replicon stably transfected cells.
Immunogold labelling with antibodies against P150 and
P90 replicase components (Fig. 5) demonstrated the
presence of both proteins in CPVs, which were also
labelled by anti-lysosome antibodies (not shown). Thus,
these CPVs contain RUB replicon RCs. Both P150 and
P90 were associated with both vacuoles and straight ele-
ments in the CPVs. Side views of CPVs suggest that
straight elements and their replicase proteins are in
contact with the cytoplasm (Fig. 5B and C). To study if
RNA replication takes place on the cytosolic or on the
lumenal side of the CPVs, transfected cells were treated
with streptolysin-O (SLO) to open pores in the plasma
membrane without altering intracellular membranes
before immunolabelling with anti-dsRNA antibodies
(Fig. 5E–G). Saponin, which permeabilizes all endomem-
branes, was used in some of the samples as a control.
Labelling of the cytosolic domain of TGN38 and the mito-
chondrial matrix protein Hsp-60 (not shown) served as
controls for the permeabilization procedures and con-
ﬁrmed the topological interpretation of dsRNA localization.
After saponin treatment an intense signal associated to
dsRNA is observed as shown in Fig. 5D. After SLO treat-
ment and immunolabelling before ﬁxation, similar dsRNA
signals were obtained but only in permeabilized cells,
where free cytosolic GFP has been released (Fig. 5F and
G). These results indicate that RNA replication is taking
place on the cytoplasmic side of CPVs.
At the EM level dsRNA is also localized in discreet spots
of the rigid membranes (Fig. 6A). Although some C-GFP
was detected inside the CPVs in RUBrep/C-GFP/neo
stably transfected cells (Fig. 6B) most of it accumulated in
neighbouring cytoplasmic areas (Fig. 6C). Some C-GFP
was also present on the periphery of mitochondria (arrow-
head in Fig. 6C). Views at higher magniﬁcation revealed
moderate labelling with C-GFP of the internal straight
elements inside CPVs (Fig. 6D). Antibodies speciﬁc for
the mitochondrial protein P32 concentrated in two loca-
tions: a moderate labelling of the interior of mitochondria
(Fig. 6E, main ﬁeld) and weaker labelling of internal
vesicles and straight elements of CPVs from RUBrep/C-
GFP/neo (Fig. 6E, main ﬁeld and inset) and RUB/GFP/
neo stably transfected cells (not shown), consistent with
small foci of colocalization of P32 and dsRNAobserved by
confocal microscopy (not shown).
When replicon stably transfected cells were processed
by freeze substitution, the interior of CPVs was found to
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Fig. 3. Cellular distribution of replicase components, C, lysosomes and actin in replicon-transfected cells (replicon-transfected BHK-21 cells
maintained for several weeks after drug selection). Single optical sections are shown. Cells were transfected with RUBrep/C-GFP/neo in A–D
and F and with RUBrep/GFP/neo in E. An asterisk marks the centre of the cell nucleus in the micrographs.
A, B and D. Antibody labelling of P150 (A and D) or P90 (B), both in red, with C-GFP (green), with colocalization shown in white (A and C) or
yellow (D) and indicated by arrows.
C. Arrows indicate C-GFP (green) surrounding lysosomes (red, visualized with Lysotracker). Filamentous patterns of colocalization are
denoted in D.
E and F. Colocalization (indicated by arrows) of actin (labelled with phalloidin-blue) and P150 (E, antibody labelled in red) or C-GFP (F, green).
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have a complex organization, with vacuoles, straight ele-
ments and vesicles of variable sizes, some of which
appeared to be ﬁlled or to contain a central dense core
(Fig. 7A–C). The vesicles were located both along the
interior and on the periphery of the CPV. Higher magniﬁ-
cation views of the internal straight elements revealed that
they are bordered by intensely stained membranes
(Fig. 7D) which sometimes formed closely apposed
stacks (Fig. 7E). When the section plane was parallel to
one of these membranes, structures compatible with
close-packing in two dimensions (2D) were observed
(Fig. 7F and G), strongly suggestive of the existence of
2D arrays of proteins in these membranes.
Vacuoles and straight elements were characteristic of
CPVs in stably transfected cells; however, they were also
occasionally observed in lysosomes in control cells. The
presence of these elements in lysosomes from control
cells, and in CPVs from transiently and stably transfected
cells were quantiﬁed and reported in Table 1. Vacuoles
and straight elements were present in an about
three- to ﬁvefold higher percentage of CPVs in replicon-
transfected cells in comparison with lysosomes in control
cells. RUBrep/GFP/neo transiently transfected cells had a
lower percentage of CPVs with vacuoles and straight
elements than did RUBrep/C-GFP/neo transiently trans-
fected cells, although the percentage of CPVs in cells
stably transfected with these two replicons was similar.
Discussion
Viral factories are one of the most interesting examples of
Fig. 4. Ultrastructural analysis of CPVs in replicon-transfected and RUB-infected cells by conventional processing for thin-section and EM
(BHK-21 cells transfected with RUBrep/C-GFP/neo after drug selection).
A and B. Conventional EM shows two views of electron-dense CPVs in perinuclear areas of replicon-transfected cells. Internal vesicles (V)
and straight elements (arrows) are denoted as are locally recruited organelles, RER and mitochondria (mi). The CPVs in B appear to be side
views of the CPVs while in A, a frontal view of the CPV is shown.
C and D. CPVs in RUB-infected BHK cells 24 (C) and 48 (D) hours post infection. C is a higher magniﬁcation while D is a lower magniﬁcation.
CPVs in infected cells contain both vesicles and straight elements (arrows). Inset in D shows a characteristic dense lysosome in a control cell.
V, vesicles; N, nucleus. Bars: 200 nm in A–C; 0.5 mm in D.
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Fig. 5. Association of RUB replicase components with CPVs by immuno-EM in BHK cells transfected with RUBrep/C-GFP/neo after drug selec-
tion (A–D) and confocal microscopy detection of dsRNA after saponin or SLO permeabilization in BHK cells transfected with RUBrep/GFP/neo
after drug selection (E–G). Immunogold labelling with anti-P150 (A–C) and anti-P90 (D) antibodies demonstrate the presence of these replicase
components in CPVs at the EM level. Labelling of vacuoles within the CPVs is denoted by arrowheads, the straight elements in side views by
stars, and labelling of straight elements by arrows. (E–F) Confocal microscopy localization of dsRNA (red) after total permeabilization with
saponin (E) or plasma membrane permeabilization with SLO (F and G). Z-series projections of single optical sections are shown. The cell on the
right side in F, which was not permeabilized with SLO treatment, maintained the cytosolic GFP and did not show dsRNA labelling. Under these
conditions only the molecules exposed to the cytoplasmic side are detected. White asterisks mark cell nuclei. Bars: 200 nm.
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Fig. 6. Association of dsRNA, C and mitochondrial protein P32 with CPVs in replicon-transfected cells by immuno-EM (BHK cells transfected
with RUBrep/C-GFP/neo after drug selection).
A. Immunogold labelling with anti-dsRNA antibodies. dsRNA signal associated with a straight element (star) is indicated with an arrow.
B–D. Immunogold labelling with anti-GFP antibodies to detect C-GFP. Labelling around vacuoles (asterisks) and straight elements (stars)
within CPVs is indicated by arrows. In C, exterior labelling of a mitochondrion (mi) is indicated by an arrowhead.
E. Immunogold labelling with anti-P32 antibodies. Labelling of the interior of a CPV is shown with arrows in both the main ﬁeld and inset
(straight elements are indicated by a star). Note the labelling of a neighbouring mitochondrion (mi). Bars: 200 nm.
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Fig. 7. Ultrastructural analysis of modiﬁed lysosomes in replicon-transfected cells prepared by freeze substitution (BHK cells transfected with
RUBrep/C-GFP/neo after drug selection).
A. Large CPV with numerous ﬁlled vesicles (arrows) and straight elements (stars).
B. Higher magniﬁcation of a CPV with small, ﬁlled vesicles that appear to contain an internal core (arrow).
C. Small vesicular elements are abundant inside the dense content of some CPVs, both on the periphery (arrows) and internal areas.
D and E. High magniﬁcation of straight elements showing dense, rigid membranes (arrows in D, arrowhead in E). White arrow in E points to a
stack of rigid membranes.
F and G. Sections along the straight sheets (rigid membranes) show features compatible with a close packing of particles (arrows).
V: vesicles. Bars: 200 nm in A; 50 nm in B, D and E; 100 nm in C, F and G.
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viruses manipulating cell organization. It is thought that
these complex structures are built by viruses to concen-
trate key components and increase the efficiency of rep-
lication and assembly of new viral particles (Novoa et al.,
2005b; Wileman, 2006). Modiﬁed organelles that are spe-
ciﬁcally labelled for lysosomal markers are the central
elements of RUB factories, and RER cisternae, mitochon-
dria and Golgi stacks are among the recruited cellular
factors. The architecture of the RCs inside the modiﬁed
lysosome or CPV and the mechanism of transfer of rep-
licated genomes to the assembly sites in Golgi mem-
branes remain to be elucidated. Towards this end, in this
study we investigated RCs in cells transfected with RUB
replicons. With replicons, the contribution of the structural
proteins can be dissected from the non-structural repli-
case proteins. Additionally, as the replicons used
expressed a GFP reporter gene and an antibiotic resis-
tance gene, transfected cells could be readily identiﬁed
and drug selection could be used to select a population of
cells that uniformly harboured the replicon. We found
CPVs in replicon-transfected cells that were modiﬁed
lysosomes similar in structure to those found in RUB-
infected cells, although they were present in greater abun-
dance and appeared to have a more developed internal
architecture of vacuoles and membrane-bound straight
elements. These elements were also present in a small
percentage of lysosomes in control cells and thus the
generation of these structures in CPVs may be a normal
process stimulated by virus/replicon replication. Interest-
ingly, viral replicase proteins reach the same intracellular
location during infection and transfection. The use of rep-
licons is then a valuable strategy to study these early
interactions that trigger the formation of the RUB factory
and the beginning of viral genome replication in cell
membranes.
The ultrastructure of CPVs reminds some of the EM
images of cellular autophagosomes found in the bibliog-
raphy (Teckman et al., 2004). Some viruses replicate in
autophagosomes (Jackson et al., 2005; Wileman, 2006),
that are double-membrane vacuoles where cytosol and
organelles are sequestered and delivered to lysosomes
(Klionsky, 2005). However, when treating cells transfected
with RUB replicons with 3-methyl-adenine, a speciﬁc
inhibitor of early stages of the autophagic process (Seglen
and Gordon, 1982) no decrease in dsRNA signal was
observed (not shown). Viruses that use the autophagic
machinery induce an increase in the number of auto-
phagic vacuoles and consequently in the signal provided
by monodansyl-cadaverine (MDC), a ﬂuorophore speciﬁc
for autophagic vacuoles under certain ﬁxation conditions
(Jackson et al., 2005). However, in cells transfected with
RUB replicons there was no increase in the number of
autophagosomes as observed after incubation with MDC
(not shown) while Lysotracker signal colocalized with the
CPVs (Fig. 3C). These data would suggest that CPVs are
not related to autophagosomes but with modiﬁed lysos-
omes as reported (Magliano et al., 1998). However, a
detailed study should be done at very short times post
transfection to study if autophagy is induced by the virus
at the very beginning of the life cycle.
One of the main aspects of this study is trying to under-
stand the complex structure of the CPVs, in particular
where the functional elements are located and working. In
order to be able to transfer the replicated genomes to the
assembly sites, RCs must have an exit to the cytoplasm.
The observation that the rigid membranes containing the
replicase proteins and dsRNA are apparently in contact
with the cytosol (Figs 4–6) but mainly the detection of
dsRNA on the cytosolic side of the CPVs after SLO per-
meabilizaton (Fig. 5) conﬁrm that viral genome RNA rep-
licated in CPVs must have a direct access to the
cytoplasm and consequently to the assembly sites in
Golgi membranes that surround the CPVs. C molecules
that accumulate around CPVs probably participate in the
transfer of viral genomes.
The P150 and P90 RUB replicase components and
dsRNA localized within CPVs and the RER, mitochondria
and Golgi stacks were locally recruited to the CPVs.
Similar observations have been made in RUB-infected
cells (reviewed in Lee and Bowden, 2000). As lysosome
modiﬁcation to generate CPVs and organelle recruitment
was observed with replicons lacking the C protein, the
non-structural replicase proteins by themselves can carry
out these functions. Although local organelle recruitment
was observed, global organelle recruitment in replicon-
transfected cells was not, independently of whether the
replicon expressed the C protein or not. Beatch et al.
(2005) recently reported a global recruitment of mitochon-
dria to perinuclear regions in cells expressing the RUB C
protein. However, as such a global recruitment is not
observed in RUB replicon-transfected cells, this observa-
tion appears to be speciﬁc for expression of the C protein
Table 1. Percentage of lysosomes in control and transfected cells
containing vacuoles and straight elements.
Cellsa Vacuolesa Straight elementsa
Control BHK 13% 15%
2 days post transfection
BHK RUBrep/C-GFP/neo 51% 38%
BHK RUBrep/GFP/neo 77% 61%
1 month post transfection
BHK RUBrep/C-GFP/neo 63% 83%
BHK RUBrep/GFP/neo 72% 89%
a. Lysosomes in control BHK cells or BHK cells transiently trans-
fected (2 days post transfection) or stably transfected (1 month post
transfection, including drug selection) were screened for the presence
of large vacuoles and straight elements and the percentage contain-
ing each of these elements was determined. Fifty-ﬁve to 65 lysos-
omes were included in the calculation of each percentage.
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alone. Although expression of the C protein by replicons
was not necessary for generation of CPVs, in cells trans-
fected with replicons expressing the C protein, colocaliza-
tion of the C protein with P150 and P90 was detected and
the C protein accumulated on the exterior of CPVs. Small
amounts of C were also detected inside CPVs. Confocal
microscopy suggested that C covered the exterior of
some modiﬁed lysosomes. The replicon expressed C
protein is actually a fusion protein with GFP and we
cannot rule out a different behaviour of C-GFP when
compared with C alone. However, C-GFP fusions are
functional in modulation of replicon RNA synthesis and
mutant rescue (Tzeng and Frey, 2003; 2005) and Lee
et al. (1999) detected C protein around CPVs by
immuno-EM of RUB-infected cells (Lee et al., 1999). With
regard to C-mediated enhancement and modulation of
replicon RNAsynthesis and mutant rescue, it was recently
found that P150 and C can be co-immunoprecipitated
(Tzeng et al., 2006) and our ﬁnding of colocalization of C,
P150 and P90 further conﬁrms an interaction, which may
play a role in these C-mediated phenomena. Colocaliza-
tion of C with P150 was previously reported in RUB-
infected cells (Kujala et al., 1999).
In replicon-transfected cells, we also observed colocal-
ization of C, P150 and P90 with actin microﬁlaments.
Kujala et al. (1999) also observed the colocalization of
P150 with actin and a considerable disruption of the actin
cytoskeleton in RUB-infected cells. It is known that
viruses frequently use actin ﬁlaments for intracellular
transport while some viruses disrupt the actin cytoskel-
eton to facilitate infection (Cudmore et al., 1997; Dohner
and Sodeik, 2005). Actin could also be a structural com-
ponent of herpesviruses (Grünewald et al., 2003) and the
participation of actin in organizing the sites of mRNA
accumulation and synthesis of viral structural proteins
has been reported for HIV (Kimura et al., 1996). The
potential role of actin in RUB replication remains to be
established. We also detected small amounts of the mito-
chondrial P32 protein in modiﬁed lysosomes and, con-
versely, C located on the exterior surface of mitochondria.
The association of C and P32 was reported by two
groups (Beatch and Hobman, 2000; Mohan et al., 2002)
and Beatch and Hobman (2000) demonstrated that C and
P32 interacted on the periphery of mitochondria in trans-
fected cells expressing C protein. The function of this
interaction in RUB replication has not been elucidated
although Beatch et al. (2005) recently reported that muta-
tions in the C protein that disrupt the interaction adversely
affect virus infectivity. Our results conﬁrm the localization
of C to the exterior of mitochondria and are the ﬁrst
demonstration of P32 associated to RUB CPVs. We
cannot discard that the presence of P32 inside CPVs
could be due to autophagy. However, as P32 is able to
leave the mitochondria (Matthews and Russell, 1998;
Brokstad et al., 2001) its presence inside CPVs could
have a different meaning. It has been proposed that RUB
C could interact with P32 shortly before it is translocated
into mitochondria or alternatively as it leaves it (Beatch
et al., 2005). On the other hand, our results indicate that
C protein would not be necessary for P32 association
with RUB RCs because P32 is detected in CPVs when
cells are transfected with RUBrep/GFP/neo. These data
suggest that P32 could be a structural component of the
RUB RC and it is tempting to speculate that P32 could
participate in directing C protein to the RC for packaging
of the newly synthesized RNA before virus assembly.
Further studies will be necessary to clarify these key
aspects of RUB replication.
Interestingly, confocal microscopy showed that dsRNA,
a marker for RNA replication, was not only present in
perinuclear lysosomes, but also at the cell periphery,
either associated with lysosomes or in the apparent
absence of lysosomes. It has been previously reported
that both alphaviruses and RUB RCs are secreted by
infected cells at extended times post infection (Froshauer
et al., 1988; Lee and Bowden, 2000). It is known that an
increase in the intracellular concentration of Ca2+ above
1 mM induces secretion of conventional lysosomes in
many cell types (Rodríguez et al., 1997; Martínez et al.,
2000). This mechanism could be upregulated in infected/
transfected cells. dsRNA detected on the cell surface
could be actually contained in CPVs from which speciﬁc
markers had disappeared on the way to the plasma
membrane. This may be a mechanism for cells ridding
themselves of virus-speciﬁc dsRNA.
Ultrastructural analysis of CPVs in replicon-transfected
cells revealed an electron-dense interior with variety of
internal vesicles and vacuoles, the former of which were
ﬁlled and the latter of which appeared empty, as well as
straight elements bounded by rigid membranes. Although
size, shape and organelle association are similar, CPVs in
RUB-infected cells described in previous studies (Lee
et al., 1994; Magliano et al., 1998; Lee and Bowden,
2000) generally appeared empty. However, the electron
density of the CPVs in this study was consistent with the
electron density of lysosomes in control cells and the
difference is likely due to ﬁxation techniques employed
because we used conventional processing with very short
dehydration steps or freeze substitution, both of which
have been shown to yield superior structural preservation
(Risco and Carrascosa, 1999). The ﬁlled vesicles we
observe likely correspond to the spherules in the CPVs in
RUB-infected cells described in previous studies while the
large vacuoles and straight elements were absent in
CPVs described in these previous studies. In addition to
differences in processing, it is also possible that we could
have visualized stages in the biogenesis of the CPVs that
were missed in these earlier studies.
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The straight elements frequently observed inside
CPVs in replicon-transfected cells were particularly strik-
ing. Their rigidity suggested a high protein content and
immunolabelling demonstrated that both replicase com-
ponents were particularly abundant in these membranes
while dsRNA and C, while detected, were present in
lower amounts. Sectioning along the plane of the mem-
brane revealed an apparent two-dimensional proteina-
ceous sheet. The potential formation of 2D arrays of
viral polymerases has been previously proposed in
studies with poliovirus using in vitro transcription assays
(Hobson et al., 2001; Lyle et al., 2002) but to our knowl-
edge this has not been previously observed in infected
cells. The participation of such arrays in virus or replicon
RNA synthesis remains to be established, although
the presence of dsRNA indicates that they are active.
The availability of drug-selected, uniformly transfected
cell lines will allow us to further explore the structure
of RUB RCs in CPVs at the molecular level by 3D




Recombinant DNA manipulations were performed essentially as
described (Sambrook et al., 1989) with minor modiﬁcations.
E. coli JM109 and DH5a were used as the bacterial hosts.
Restriction enzymes and T4 DNA ligase were obtained from New
England BioLabs (Beverly, MA) or Roche Molecular Biochemi-
cals (Indianapolis, IN) and used as recommended by the
manufacturer. To generate the RUBrep/GFP/Neo and RUBrep/
C-GFP/Neo constructs, a SpeI site was ﬁrst introduced between
the IRES and SP-ORF in siRobo402 (Pugachev et al., 2000).
This intermediate construct, termed siRobo402-SpeI, was
generated by a three-round asymmetric PCR followed by a
three-fragment ligation (Tzeng and Frey, 2002). In the ﬁrst
round of PCR ampliﬁcation, mutagenic oligo 937 (5′-
GCTTGCCACAACCACTAGTATGGCTTCTACTAC-3′; SpeI site
underlined) was used to prime an asymmetric ampliﬁcation on a
PstI-linearized siRobo402 template. The second round was an
asymmetric ampliﬁcation using the ﬁrst round PCR product as
template and oligo 941 (5′-GCATTCTAGAGTCGCGCTGT
CGCG-3′; XbaI site underlined; the sequence is complementary
to the nts 6630-6643 of the RUB genome). In the third round,
the second round PCR product and oligo IR-5 (5′-
CACAATGCATAATTCCGCCCCTCTCCCTC-3′; NsiI site under-
lined) was used to prime PCR ampliﬁcation on PstI-linearized
siRobo402 template. The NsiI-NotI-digested PCR ampliﬁcation
product was ligated with the NotI-EcoRI fragment from Robo502
(Tzeng and Frey, 2002) and NsiI-EcoRI fragment from
siRobo402. The neomycin resistance gene was PCR-ampliﬁed
from BamHI-restricted pCI-neo template (Promega) with oligos
938 (5′-GCATACTAGTATGATTGAACAAGATGGATT-3′; SpeI
underlined) and 943 (5′-TATAAGGCCTTCAGAAGAACTC
GTCAAGAA-3′; StuI underlined). The ampliﬁed gene was
restricted with SpeI and StuI and cloned into siRobo402-SpeI,
creating siRobo402-Neo. To generate RUBrep/GFP/Neo and
RUBrep/C-GFP/Neo, an NsiI-EcoRI fragment was removed in
siRobo402-Neo and was used to replace the corresponding frag-
ments in RUBrep/GFP and RUBrep/C-GFP (Tzeng and Frey,
2002; 2003) respectively.
In vitro transcription and transfection
In vitro transcription was carried out as previously described and
Vero and BHK-21 cells were transfected with the resulting in vitro
transcripts using Lipofectamine 2000 as previously described
(Tzeng and Frey, 2002). By monitoring GFP expression by direct
examination of the transfected monolayer with a Zeiss Axioplan
ﬂuorescence microscope with epiﬂuorescence capability, effi-
ciency of transfection was determined to be roughly 30%. To
select a population of cells uniformly harbouring replicons, at
4 days post transfection cultures were incubated with medium
containing G-418 (1.2 mg ml-1). After selection, the cultures were
maintained in medium containing G-418 at the same
concentration.
Antibodies and ﬂuorescent probes
Rabbit antisera against non-structural proteins P150 and P90
(GU3 for P150, GU8 and GU10 for P90) were previously
described (Forng and Frey, 1995). Rabbit anti-GFP (green ﬂuo-
rescence protein) was provided by Dr David Shima (Imperial
Cancer Research Foundation, London, UK). Anti-LAMP-1 anti-
bodies (Carlsson et al., 1988) were kindly provided by Dr
M. Fukuda (The Burnham Institute, La Jolla, USA). Anti-giantin
antiserum was a kind gift of Dr M. Renz (Institute of Immunology
and Molecular Genetics, Karlsruhe, Germany). K2 monoclonal
antibody (mAb) speciﬁc for dsRNA was kindly provided by Dr N.
Lukács (Corvinus University, Budapest, Hungary). Anti-dsRNA J2
mAb was purchased from Biocenter (Szeged, Hungary). Poly-
clonal antibody speciﬁc for P32 mitochondrial protein was a kind
gift of Dr W.C. Russell (University of St Andrews, Scotland). mAb
speciﬁc for PDI (protein disulﬁde isomerase) was from Sigma.
Fluorescent secondary antibodies, Alexa 594, phalloidin 660
(blue), Lysotracker (red and blue) and Mitotracker blue were
purchased from Molecular Probes/Invitrogen. Fluorescent sec-
ondary antibodies conjugated with Cy5 were from Jackson Immu-
noResearch Laboratories.
Immunoﬂuorescence and confocal microscopy
Cell monolayers grown on coverslips were washed with
phosphate-buffered saline (PBS) and ﬁxed 30 min at 4°C with a
mixture of 4% paraformaldehyde (PFA) in PBS. After washing
with PBS, monolayers were permeabilized 10 min at room tem-
perature (RT) with 0.25% saponin before treating 30 min with
PBS containing 2% bovine serum albumin (BSA) and 0.25%
saponin. Monolayers were incubated 45 min at RT with primary
antibodies diluted in PBS containing 0.1% BSA and 0.25%
saponin. When antibodies against the P150 and P90 proteins
were used, the monolayers were pre-incubated for 10 min with
PBS containing 20% goat serum and 0.25% saponin and the
primary antibodies diluted in PBS-containing 2% goat serum
were added and incubated overnight at 4°C. After washing with
PBS samples were incubated 45 min with ﬂuorescent secondary
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antibodies diluted in PBS/2% goat serum/0.25% saponin
(for anti-P150 and anti-P90 primary antibodies) or in PBS/0.1%
BSA/0.25% saponin (for the rest of primary antibodies).
Coverslips were mounted on glass slides with ProLong gold
anti-fade reagent (Molecular Probes/Invitrogen). Mitotracker and
Lysotracker were added to live cell cultures at a concentration of
200 nM in Dulbecco’s modiﬁed Eagle’s medium containing 5%
fetal calf serum. After 45 min at 37°C, the medium was removed
and the cells were either washed and mounted on glass slides or
ﬁxed and processed for immunolabelling as described above.
Specimens were observed using a Bio-Rad Radiance 2100 con-
focal laser microscope. Colocalization studies were performed
with the program LaserPix (Bio-Rad). White and yellow indicate
colocalization.
Permeabilization with SLO and immunoﬂuorescence
assays
Cells were processed following previously described procedures
(Sodeik et al., 1993). SLO was purchased from Dr Sucharit Bhak-
di’s laboratory (Institute of Medical Microbiology and Hygiene,
Hochhaus am Augustusplatz, Mainz, Germany). The optimal
SLO concentration was determined by monolayers of BHK-21
cells grown on coverslips (1 ¥ 105 cells per 16 mm coverslip) with
different concentrations of SLO (20, 10, 5, 3, 2.5, 2 and 1 mg ml-1)
and determining the percentage and integrity of permeabilized
cells with trypan blue exclusion and light microscopy. Cells were
washed three times with ice-cold SLO buffer (25 mM Hepes
pH 7,0 with 250 mM sucrose, 5 mM magnesium acetate, 50 mM
potassium acetate) containing 2 mM DTT, incubated 15 min on
ice with 2 mg ml-1 SLO diluted in the same buffer, washed again
with ice-cold SLO-buffer containing 2 mM DTT, incubated 15 min
at 37°C to allow pore formation, and then washed three times
with SLO buffer to remove the released cytosolic content.
For immunoﬂuorescence, SLO-treated cells were incubated
15 min at 37°C with SLO buffer containing 20% calf serum, and
then incubated with anti-dsRNA antibodies diluted 1/100 in SLO
buffer supplemented with 2% calf serum at 37°C 45 min. After
washing three times with PBS, cells were ﬁxed 15 min with 3%
PFA in PBS at RT. Cells were washed three times with PBS, and
incubated again 15 min with SLO buffer containing 20% calf
serum at 37°C, before incubation with the ﬂuorescent secondary
antibodies diluted in SLO buffer supplemented with 2% calf
serum at 37°C, 45 min. After washing three times with PBS, cells
were mounted and studied by confocal microscopy.
For a complete permeabilization cells were washed three
times with PBS and ﬁxed 15 min with 3% PFA at RT. After
washing three times with PBS, cells were processed as above
but including 0.25% saponin in all the steps. The rest of the
procedure was as indicated.
Immunolabelling with antibodies against the cytosolic domain
of TGN38 (kindly provided by Dr George Banting from the Uni-
versity of Bristol, UK) and Hsp-60, a mitochondrial matrix protein
(purchased from Stressgen Biotechnologies, Victoria, Canada)
were used as controls for the two permeabilization procedures
and the detection of epitopes exposed to the cytosol or oriented
to the lumen of endomembranes.
Transmission EM: ultrastructural studies
Monolayers of control BHK-21 cells, cells transfected transiently
(2–4 days post transfection with no drug selection), stably trans-
fected BHK-21 cells (drug-selected) and BHK-21 cells infected 24
or 48 h with the F-Therien strain of RUB at a multiplicity of
infection (moi) of 1 PFU per cell were chemically ﬁxed with a
mixture of 2% glutaraldehyde and 2% tannic acid in Hepes buffer
(pH 7.4). All samples were processed by embedding in the
epoxy-resin EML-812 (Taab Laboratories, Adermaston, Berk-
shire, UK) as previously described (Novoa et al., 2005b).
Ultrathin sections were collected on Formvar-coated EM grids
and stained with uranyl acetate and lead citrate. For freeze
substitution, cells were fast-frozen in liquid ethane and treated
with a mixture of acetone and osmium tetroxide in a automated
freeze substitution unit (AFS; Leica-Reichert-Jung, Vienna,
Austria) (Risco et al., 2002; 2003). For immunolabelling of pro-
teins and RNA, the substitution medium was methanol containing
0.1% uranyl acetate. Samples were embedded in the epoxy-resin
EML-812 (for ultrastructural analysis) or Lowicryl K4M (for
immunolabelling) (Salanueva et al., 1999). Ultrathin sections of
approximately 30–40 nm were collected on EM grids and either
stained with uranyl acetate and lead citrate or processed for
immunogold labelling. Samples were studied in a JEOL 1200-EX
II electron microscope.
Immuno-EM
Immunogold labelling of proteins was performed by incubating
sections with primary antibodies and secondary antibodies, these
conjugated with 10 nm colloidal gold (BioCell International,
Cardiff, UK) (Risco et al., 2002). For detecting dsRNA, sections
were treated 15 min at 37°C with proteinase K (1 mg ml-1 in
Tris-EDTA) before immunolabelling (Salanueva et al., 2003).
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Abstract  
Viral factories are large structures built by cellular and viral components where viruses insert the macromolecular 
complexes needed for genome replication and morphogenesis of new viral particles. We are studying how factories are built 
and work with the assistance of a variety of electron microscopy (EM) methods. Our goal is to obtain three-dimensional 
(3D) maps of these very complex structures to study how replication complexes are formed, how replicated genomes are 
transferred to assembly sites and how new, infectious viral particles assemble and mature inside the factories. In the present 
work we revise EM techniques that provide 3D information of cells to describe how we can apply them to characterize the 
complex organization of virus factories. Reconstructions from serial sections and metal replicas after freeze-fracture provide 
3D maps of medium resolution that we plan to use as complementary tools to assist in the interpretation of the very complex 
maps of cells to be obtained by electron tomography (ET). Within this context viruses are providing us with models to 
understand cellular trafficking pathways and cell architecture.  
 
Resumen  
Las factorías virales son grandes estructuras construidas por componentes celulares y virales, donde los virus insertan los 
complejos macromoleculares necesarios para la replicación del genoma y la morfogénesis de nuevas partículas virales. 
Estamos estudiando cómo las factorías se construyen aplicando varios métodos de microscopía electrónica (ME). Nuestro 
objetivo es obtener mapas tridimensionales (3D) de estas estructuras complejas para estudiar cómo se forman los complejos 
replicativos, cómo se transfiere el genoma replicado a los sitios de ensamblaje y cómo nuevas partículas infecciosas se 
ensamblan y maduran en las factorías virales. En este trabajo revisamos las técnicas de ME que aportan información 3D de 
las células y cómo podemos aplicarlas para caracterizar la compleja organización de las factorías virales. Las 
reconstrucciones generadas a partir de cortes seriados y las réplicas metálicas de células procesadas mediante criofractura 
proporcionan mapas 3D de media resolución que planteamos usar como herramientas complementarias para ayudar a la 
interpretación de los mapas celulares de gran complejidad que se obtendrán por tomografía electrónica. En este contexto los 
virus nos están aportando modelos para comprender la arquitectura y las rutas de tráfico celular.  
Keywords: 3DEM, oriented serial sectioning, metal replication, viral factories.  
 




The structure of infected cells is radically modified by 
many viruses. The formation of viral factories, a massive 
recruitment of organelles at the replication and assembly 
sites induced by viral factors [1], is perhaps the clearest 
example. Many different non-related viruses build 
factories in host cells. In our laboratory, Bunyamwera 
virus (BUNV) is one of the experimental models we use 
for studying viral factories. Bunyamwera virus, an 
arthropod borne virus (arbovirus) belonging to the 
Bunyaviridae family (Orthobunyavirus Genus), is 
transmitted by mosquitoes (usually from the Aedes
Genus) as do other arboviruses. Some of those 
arboviruses cause serious diseases in humans, such as 
meningitis, encephalitis or hemorrhagic fever [2], like for 
example La-Crosse virus in the U.S.A  
[3] or Oropouche virus in Brazil [4]. These viruses are 
gaining more sanitary importance and have been 
catalogued as emergent or re-emergent disease agents [5]. 
Human activities and climate change have been described 
as major causes of the spreading of these viruses [6]. 
Bunyamwera virus factory is visualized as a recruitment 
of mitochondria and endoplasmic reticulum elements 
around the Golgi apparatus [1] where virus assembly 
occurs [7]. In this cell-viral hybrid compartment, many 
interactions are necessary for the construction of 
macromolecular structures of viral origin, for example 
viral tubes [7], and for viral assembly and maturation 
along the Golgi stack [8]. Our long term aim is to obtain 
3D reconstructions of these viral factories with enough 
resolution to build their molecular maps. This ambitious 
project will have to be accompanied by technical 
developments such as the implementation of ET for large 
regions of eukaryotic cells [9]. In this work we describe 
how to generate useful three-dimensional information to 
assist in the interpretation of the very complex maps of 
cells to be obtained by ET. This is possible thanks to the 
study of oriented sections, 3D reconstruction of serial 
sections and analysis of metal replicas of freeze fractured 
cells followed by transmission electron microscopy 
(TEM). With these techniques we are studying viral 
factory dynamics and how cells maintain and modify 
their architecture.  
 
Oriented sectioning of cellular monolayers.  
Cultured cells grown in monolayers represent the basic 
model system for the characterization of many viruses. 
The standard procedure for thin-sectioning of these 
samples starts with a fixation in situ followed by removal 
of the cells to prepare a pellet. After embedding in a 
resin, cells inside the pellet are randomly oriented in all 
directions [10]. In thin-sections from these samples, a 
global understanding of cell content is difficult, and 
detection of scarce or non-randomly distributed elements 
could be rather difficult. Moreover, viral factories and 
their internal elements are not randomly distributed 
inside infected cells. To avoid these limitations, we have 
implemented the oriented sectioning technique. The 
principle is simple: if we cut a group of cells with the 
same orientation with respect to their physical support, 
we will be able to cover all planes of all cells in the 
monolayer in an oriented manner. The protocol we use is 
as follows: Monolayers of cultured cells are grown on 
Thermanox
© 
plastic support (Nunc) (Figure 1A and B). 
Cells infected with BUNV are fixed at different times 
post-infection with 1% glutaraldehyde and 0.5% tannic 
acid, during 1 h at room temperature (RT), and washed 
two times in HEPES buffer. The cellular monolayer on 
the plastic support is very delicate and Thermanox
©
 
sheets have to be picked up and manipulated quite 
carefully. Therefore, in all the subsequent steps, cells are 
washed or incubated by transferring the monolayers on 
Thermanox
©
 between eppendorfs containing the next 
solution (instead of emptying and refilling the same 
eppendorf).  




Figure 1: Oriented sectioning of cell monolayers. A-D: Scheme showing the procedure to 
obtain oriented sections. A: Confluent cultured cells growing on pieces of Thermanox
©
. B: 
Cells on a plastic piece after embedding in an epoxy resin. C: Cell monolayer is glued on a 
resin capsule and mounted on the ultramicrotome unit where a trapezoid is trimmed. D: 
Starting at base-level and moving towards the apical zone of the cells, the serial sections are 
collected on grids, stained with uranyl acetate and lead citrate, and analysed by TEM. E-F: 
Micrographs of sections oriented in parallel to the base of the cell. E: Micrograph of an area 
of an oriented section in the “middle” of the cell (3m). A BUNV factory containing 
numerous viral assemblies (arrows) can be seen in Golgi membranes near the nucleus (N). 
Mitochondria (mi) and rough endoplasmic reticulum (white arrowhead) surround the factory. 
F: Micrograph of a section cut very close to the base of the cells, where released virions 
(black arrows), caveolae (arrowheads) and elements of the cortical cytoskeleton (white 
arrow) can be seen. G: Elements of the factory as visualized in a section perpendicular to the 
base of the cell. Discontinuous arrows point to the plastic base. Bars: 300 nm. 
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Post-fixation is done by incubating the monolayers for 1h 
at 4ºC in 1% osmium tetroxide and 0.8% potassium 
ferricyanide to fix and stain cell lipids and then washed 
two times in HEPES (pH 7.4). Cells are then treated 40 
min at 4ºC with 2% uranyl acetate, which protects 
membranes from extraction during dehydration. After 
that we apply short dehydration steps in increasing 
concentrations of acetone (50, 70, 90 and 100%, 10min 
each, at 4°C) to minimize the extraction of soluble 
components. Finally, the monolayer is processed by 
embedding in the epoxy resin EML-812 (Taab 
Laboratories, Adermaston, Berkshire, UK) as previously 
described [11] but using a flat embedding mold (Ted 
Pella, Inc.) instead of regular capsules. Once embedded, 
the monolayer has to be physically adapted to the 
ultramicrotome unit. This can be done by mounting the 
monolayer on an epoxy resin capsule with standard glue 
for plastic material (Figure 1A to D). Basically, the 
monolayer can be oriented in two main ways: to obtain 
sections in planes parallel to the base of the cells (Figure 
1E and 1F) or perpendicular to the cell base (Figure 1G). 
Oriented sections are showing new aspects on BUNV 
factory organization inside cells. Different viral 
assemblies concentrate in distinct planes of the cell: viral 
tubes and immature viruses are mainly located at 3-6 μm 
from the cell base (Figure 1E) while infectious virions 
are massively released from the cell basal zone (Figure 
1F). Another important advantage of this oriented 
sectioning is that images of particular structures 
visualized by EM can be correlated adequately with the 
images obtained by confocal microscopy. 
Serial Sections.  
As a first approach for 3D analysis of cells at the EM 
level, we have incorporated a method for serial section 
reconstruction: a series of consecutive sections of cells 
embedded in an epoxy resin are obtained, imaged and 
processed to model a low resolution 3D map of the 
specimen of interest. The voxel size achieved by this 
technique can have an anisotropic resolution of about 4 
nm in XY axis and 50 nm in Z axis [Fontana J., López-
Montero N., Elliott R.M., Fernández J.J. and Risco C., 
unpublished results]. This resolution is enough for 
learning about contacts between different elements like 
synapses between neurons [12], or for getting specific 
information about spatial distribution of small elements 
[13].  In our laboratory we have optimized the protocol of 
serial section reconstruction for studying contacts 
between different organelles in viral factories. To this 
end, the sample is chemically fixed with a mixture of 1% 
glutaraldehyde and 0.5% tannic acid in HEPES buffer 
(pH 7.4) for 30 min at room temperature and embedded 
in an epoxy resin as previously described [14]. Ultrathin 
consecutive sections about 50 nm thick are collected on 
Formvar-coated parallel-bar copper grids with a perfect-
loop (Diatome) and stained 30 min with saturated 
aqueous uranyl acetate and 2 min with lead citrate. To 
obtain long ribbons it is important to improve the 
adhesion between two consecutive sections. In addition, 
this will facilitate collection of the sections [15]. To this 
purpose, the quality of trimming is critical. Small 
trapezoids with parallel upper and lower sides and large 
bases represent the most adequate shape for the pyramid 
top. It is important to pick-up the sections in parallel to 
the bars of the grid, allowing the same regions to be seen 
all over the series (Figure 2A). Detailed protocols about 
how to solve problems while serial sectioning can be 
found in reference [15]. Slot grids can help when very 
long series are required, although they require a careful 
manipulation [16]. Samples are then studied by TEM. It 
is important to start studying a central section of the 
series, because when an interesting region is found, it can 
be easily followed up and down the ribbon. After 
selecting and photographing the region of interest in all 
sections, the photographs are digitalized (Figure 2B) and 
normalized using the Bsoft software [17]. This 
normalization allows to compare all the micrographs of 
the series by giving the same mean and standard 
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deviation to all of them. The sections are aligned by 
selecting common spots (Figure 2C to E) between two 
consecutive sections using the free editor for serial 
section microscopy “Reconstruct” [18]  
(http://synapses.bu.edu/tools/index.htm), following the 
“tips for aligning sections” of the User´s manual. These 
include selecting traces all over the micrograph, ideally at 
least one in each corner of the micrograph and another 
one in the middle. To minimize distortions of the final 
volume it is important to avoid the selection of the same 
trace in consecutive pairs of sections. Reconstruct takes 
into account the potential deformations associated to the 
sectioning process or to irradiation in the electron 
microscope. The main difference between our studies and 
previously reported works on serial section 
reconstruction is in the segmentation procedure, that is, 
the assignment of identity to the different elements of the 
micrographs. In our studies we have employed the 
knowledge previously developed for electron 
tomography reconstruction instead of manual drawing of 
the elements to be reconstructed [19].  
 
 
Figure 2. Serial Section Reconstruction. (A) Formvar coated parallel-bar copper grid with consecutive sections.  
(B) Four scanned micrographs of a selected zone out of a series of 15 sections. Note that the micrographs are not aligned. 
(C) Selection of common spots (red points) between two consecutive sections using Reconstruct software. (D) Two aligned 
consecutive sections. (E) The four micrographs shown in B after the alignment process. (F) Segmentation is done by 
selecting a mask that encloses the different elements of the factory using Amira software. (G) The quantity of material to be 
represented in the final 3D model is calculated for the different elements and color code for the final 3D map is established. 
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We have drawn a mask around each different material 
using Amira (http://amira.zib.de) (Figure 2F). This mask 
is just a selection of the pixels to be included in the 
calculations that will render the final 3D model. When 
the mask is being drawn it is important to assure the 
selection of all the pixels of a particular material by 
including pixels of the surrounding area as well. Noise 
reduction is then performed by applying three iterations 
of a median filter [20]. The optimal threshold, that is the 
quantity of material previously selected with the mask to 
be included in the 3D model, is calculated for the 
different materials by using a previously implemented 
algorithm [21]. Thus, 3D reconstructions (Figure 2G and 
Figure 3) do not exclusively depend on the manual 
drawing of the limits of the different elements and higher 
resolution is obtained. However, the intrinsic problem of 
serial sections which is the poor resolution in the Z axis, 
is still present. A possibility for minimizing this 
limitation would be using thinner sections.  In Figure 3 
we can observe the details provided by these 3D maps. 
Contacts between the different structures included in the 
reconstructions are clearly seen. A careful study of these 
volumes will help us to understand how viral factories 
are built and work inside infected cells. 
 
 
Figure 3. Serial section 3D reconstruction of a BUNV infected cell. New viral particles 
(purple) and viral tubes (white) are seen inside Golgi stacks (beige) surrounded by 
mitochondria (red) and RER elements (yellow). NE Nuclear Envelope. PM Plasma 
Membrane. 
 
Freeze-fracture and metal replication.  
Metal replicas can also provide 3D information of cells at 
medium resolution [22]. This technique consists in 
making a metal replica of the cell surface or the 
intracellular structures for their posterior study by TEM. 
When combined with labelling procedures for specific 
molecules with antibodies tagged with colloidal gold, 
replicas of the cell surface can provide valuable 
information about the distribution of receptors [23]. It 
also allows the study of the interior of the cell if 
previously fractured (Figure 4). For the standard freeze-
fracture procedure, a suspension of cells fixed with 0.1% 
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glutaraldehyde and cryoprotected with glycerol are fast-
frozen in liquid ethane or propane and then fractured 
inside a freeze-fracture unit at -150ºC [24].  Freeze-
fracture of infected cells offers a global view of the 
whole viral factory (Figure 4A). Changes in the general 
distribution of organelles during factory construction are 
appreciated: Golgi stacks and mitochondria form a large 
structure near the nucleus. This recruitment leaves 
peripheral areas of the cell mostly empty of organelles, 
aspect that is also observed in thin-sections (Figure 4B). 
Although the global view is similar both with thin-
sections and freeze-fracture, the three-dimensionality 
offered by metal replicas of freezefractured cells provides 
additional details when studying small elements at higher 
magnification. An example of this is observed when 
looking for small tubular structures of viral origin that 
assemble in Golgi stacks [7]. Thin sections show these 
elements as cylindrical structures with a larger globular 
domain in one of the extremes (Figure 4C). Although 
thin-sections show these tubes in Golgi areas and 
apparently associated to Golgi membranes, freeze-
fracture provides evidences of their spatial integration in 
Golgi stacks (Figures 4D and 4E). Globular heads are 
integrated in Golgi sacculi, frequently on the periphery of 
the stack and always surrounded by membranes of this 
organelle (Figure 4D). The cylindrical domain of tubes is 
also inserted in the Golgi structure, sometimes 
connecting two contiguous stacks (Figure 4E).  Both 
surface replication and freeze-fracture can be combined 
with an etching step at -90ºC. Water molecules  
of the upper layer of the exposed structure are removed 
from the sample with the help of a cold trap, for example 
the knife used for fracturing. As the chamber is under 
high-vacuum, the water of the sample goes to the cold 
trap. Etching unmasks the molecules of the upper layer of 
the sample, exposing them for replication. If the replicas 
are done with metals of fine grain, such as tantalum, 
resolution increases considerably. This suggests that 
replicas can be used to assist in segmentation of complex 
volumes obtained by electron tomography [22]. Direct 
3D views of cell structures can be obtained by tilting the 
replicas in the electron microscope and making stereo 
pairs [22]. 
 
Concluding remarks.  
The study of cell organization with enough resolution to 
characterize macromolecular interactions is nowadays a 
big challenge for structural biologists. ET has become the 
method of reference to obtain 3D maps of large, complex 
structures such as organelles and cell regions [25-29]. 
Advances in sample processing by high-pressure freezing 
and cryosectioning are providing native material for the 
elaboration of 3D maps of cells with molecular 
resolution. These maps are going to be of a considerable 
complexity. The application of immunogold labelling 
methods and the elaboration of complementary 3D maps 
of the same cell structures by serial section reconstruction 
and metal replication will help us to perform a more 
accurate segmentation and interpretation of tomograms 
[30]. Within this context we are studying viral infection 
as a model because inside infected cells there is a 
massive production of a few classes of viral 
macromolecular complexes. This will facilitate the 
development of methods to follow small structures and to 
study macromolecular interactions within the very 
complex intracellular environment.  
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Figure 4. Freeze-fracture and metal replication to study virus factories. (A) Platinum/carbon replica of BHK-21 cells 
infected with Bunyamwera virus (BUNV) and processed by freeze-fracture in a BAF 060 unit (BAL-TEC, Liechtenstein). 
White arrows point to Golgi stacks while arrowheads point to recruited mitochondria. The white asterisk is on the peripheral 
region of the cell where organelles are missing. (B) Thin-section of a similar infected cell showing the recruitment of 
organelles to the perinuclear region and the empty periphery (black asterisk). (C) Thin section showing viral tubes and their 
globular domains (arrowheads) as seen when studying the Golgi stacks of the virus factory at higher magnification. 
(D) Freeze-fracture clearly shows that the globular domains (arrowhead) are always inside swollen Golgi sacculi. 
(E) Higher magnification of the factory area marked with a white rectangle in (A). A viral tube is seen as a “link” between 
two contiguous Golgi stacks, something difficult to appreciate in thin-sections. N: nucleus.  
Bars: 1 μm in A and B; 200 nm in C-E. 
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Summary
Viral factories are novel structures built by viruses in
infected cells. During their construction organelles
are recruited and build a large scaffold for viral repli-
cation and morphogenesis. We have studied how a
bunyavirus uses the Golgi to build the factory. With
the help of confocal and 3D ultrastructural imaging
together with molecular mapping in situ and in vitro
we have characterized a tubular structure that har-
bours the viral replication complexes in a globular
domain. Numerous ribonucleoproteins were released
from puriﬁed tubes disrupted in vitro. Actin and
myosin I were identiﬁed by peptide mass ﬁnger-
printing in isolated tubes while actin and the viral
NSm non-structural protein were detected in the
tubes’ internal proteinaceous scaffold by immu-
nogold labelling. Studies with NSm deletion mutants
and drugs affecting actin showed that both NSm and
actin are key factors for tube and virus assembly in
Golgi. Three-dimensional reconstructions based on
oriented serial sections of infected cells showed that
tubes anchor cell organelles to Golgi stacks and
make contacts with intracellular viruses. We propose
that this new structure, unique among enveloped
viruses, assembles in association with the most
stable component of Golgi stacks, the actin-
containing matrix scaffold, connecting viral replica-
tion and morphogenesis inside viral factories.
Introduction
RNA viruses replicate their genome in intracellular mem-
branes of infected cells (Mackenzie, 2005; Salonen et al.,
2005). Modiﬁed membranes harbouring viral replication
complexes (RCs) frequently integrate into a complex
structure known as the ‘viral factory’ where the cytoskel-
eton participates, cell organelles are recruited and the
different steps of the virus life cycle are sequentially
connected. Characterizing how this happens would help
to understand how viral factors take control of cells and
modify their architecture. There is no description of the
mechanisms involved in the formation of most viral facto-
ries, although there is evidence that some viruses induce
aggresomes and autophagosomes to generate sites of
replication (Novoa et al., 2005a; Wileman, 2006). Expres-
sion of early proteins such as viral polymerases is prob-
ably sufficient to program the cell for organelle recruitment
and factory formation, as recently observed in cells trans-
fected with rubella virus replicons (Fontana et al., 2007).
The viral replication machinery is usually inserted
in single- or double-membrane vesicles that can be
associated with a variety of organelles, such as the
rough endoplasmic reticulum (RER), mitochondria, the
endolysosomal system and chloroplasts or vacuolar
membranes in plants (Hagiwara et al., 2003; Novoa et al.,
2005a; Salonen et al., 2005; Kopek et al., 2007). Some
viruses, e.g. polioviruses, induce proliferation of speciﬁc
membranes creating a ‘novel compartment’ (Cherry et al.,
2006) where the viral RNA polymerase molecules can
assemble bidimensional arrays (Hobson et al., 2001; Lyle
et al., 2002). Although the purpose of this targeted local-
ization has not been elucidated, one possibility is that
association of RCs with membranes provides a structural
framework for efficient replication and transfer of repli-
cated RNA to assembly sites in contiguous membranes.
Bunyaviruses comprise a large family of RNA envel-
oped viruses that includes serious emergent pathogens
for humans, animals and plants, and are responsible for
severe episodes of encephalitis and haemorrhagic fevers
in humans (Elliott, 1997). They assemble a large factory
involving the Golgi complex where virus particles bud and
mature (Salanueva et al., 2003; Novoa et al., 2005b).
Bunyamwera virus (BUNV) serves as a model for the
many pathogens within this family. It contains three RNA
segments of negative-sense polarity. The large segment
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(L) codes for an RNA-dependent RNA polymerase (L
protein), the medium segment (M) codes for a precursor
polyprotein (NH2-Gn-NSm-Gc-COOH), which is cotrans-
lationally cleaved to yield the two virion glycoproteins (Gn
and Gc) and a non-structural protein called NSm, and the
smallest segment (S) codes for the nucleoprotein N and a
second non-structural protein NSs in overlapping reading
frames (Elliott, 1990). The NH2-terminal domain of NSm is
essential for BUNV morphogenesis (Shi et al., 2006) while
NSs is a non-essential protein that contributes to viral
pathogenesis (Bridgen et al., 2001). There is no ultra-
structural description of the bunyavirus replication site
that has been deﬁned as ‘cytoplasmic’ (Nichol et al.,
2005).
Morphogenesis of coronaviruses, arteriviruses, rubivi-
ruses and bunyaviruses is associated to the Golgi
complex. The choice of the Golgi for viral replication or
assembly is somehow surprising. The Golgi is a highly
dynamic organelle whose function requires continual
membrane and protein ﬂow (James Morre and Mollen-
hauer, 2007). On the other hand, the Golgi may be an
autonomous organelle with a stable framework (Seemann
et al., 2000). Its unique architecture is thought to depend
on cytoplasmic matrix proteins and the cytoskeleton. Actin
seems to participate in the preservation of the ﬂattened
shape of Golgi cisternae (Lazaro-Dieguez et al., 2006)
and several actin-binding proteins are known to play
some role in Golgi function. These include myosins and
spectrins (Beck, 2005).
We have studied how a bunyavirus modiﬁes cell struc-
ture and builds factories around the Golgi complex from
early to late steps of its life cycle. In a previous study we
observed that Golgi stacks contain peculiar virus-induced
tubular structures in BUNV-infected cells (Salanueva
et al., 2003). With the help of three-dimensional recon-
structions and molecular mapping in situ and in vitro we
have characterized these tubular elements and discov-
ered that they represent a new structure of viral and
cellular origin. Tubes assemble in Golgi stacks where they
seem to be involved in multiple functions including viral
genome replication, transfer of viral ribonucleoprotein
complexes to assembly sites and viral morphogenesis.
We propose that this new multifunctional structure asso-
ciates with the actin-containing matrix of the Golgi stacks
providing a stable scaffold for viral replication and early
morphogenesis.
Results
Cell architecture is deeply modiﬁed early in infection
Changes in cell organization during assembly of the viral
factory were studied by confocal microscopy (Fig. 1).
Control monolayers (Fig. 1A) showed round-shaped
nuclei (blue), perinuclear Golgi elements (red) and well-
deﬁned straight actin stress ﬁbres (green). Infected cells
(Fig. 1B) have a completely different aspect: nuclei are
elongated, the Golgi is rounded and concentrates on one
side of the nucleus, and stress ﬁbres have moved to the
cell periphery. No changes in microtubules or vimentin
ﬁlaments were observed (not shown). In addition to the
WGA trans-Golgi marker shown in Fig. 1A and B,
two additional Golgi markers (giantin and galactosyl-
transferase or Gal-T) exhibited a similar transition from a
perinuclear distribution in non-infected cells (Fig. 1C and
D) to a more compact pattern on one side of the nucleus
in infected cells (Fig. 1E and F). When observing just
nuclei-associated staining a depression was frequently
detected, corresponding to the location of the viral factory
(Fig. 1G and H). Electron microscopy (EM) showed fac-
tories as groups of organelles near the nucleus (Fig. 1I).
Higher magniﬁcations showed round-shaped and tubular
structures in Golgi stacks (Fig. 1J and K). We have
detected these structures in several mammalian cultured
cell types that support bunyavirus replication such as
BHK-21 (this study), Vero (Salanueva et al., 2003) and
CHO cells (not shown). Their number was higher early in
infection and their viral origin was demonstrated in previ-
ous studies (Salanueva et al., 2003). In the present work
we have studied a large number of serial sections and
discovered that viral tubes actually contain a tubular
domain and a bigger globular domain on one of the
extremities (Fig. 1L). The tubes are open to the cytoplasm
(arrows in Fig. 1K–M).
Golgi tubular structures contain the replication
complexes of the virus and interact with mitochondria
BUNV generates round-shaped and tubular structures in
infected cells whose representative views in thin sections
of epoxy resin are summarized in Fig. 2A–H. The Golgi-
associated morphogenetic pathway of BUNV and the
structural and biochemical characterization of the three
viral forms have been previously described in detail
(Salanueva et al., 2003; Novoa et al., 2005a,b). Global
understanding of all these structures has been possible
through a careful analysis of consecutive serial sections
(see below). Condensation of material in individual Golgi
sacculi originates arcs opened to the cytosol (Fig. 2A),
elongated globular structures of low internal electron-
density (Fig. 2B) and complete viral tubes with both globu-
lar and cylindrical domains (Fig. 2C). The two types
of cross-sections originated by a viral tube are shown
in Fig. 2D and E. Cross-sectioned globular heads are
always > 100 nm in diameter and most of these structures
have a diameter of 120–150 nm. The cylindrical domain of
viral tubes has a cross-section of 80–100 nm in diameter.
Virus particles have smaller diameters (Fig. 2F–H).
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Budding proﬁles in Golgi membranes generate immature
viruses or VI that are released into the lumen of a Golgi
sacculus (Fig. 2F). Intermediate intracellular virus or VII
exits the Golgi in secretory vesicles (Fig. 2G) and mature
extracellular virions or VE are seen in the extracellular
environment (Fig. 2H). All three viral forms have a diam-
eter of around 70 nm in thin sections of epoxy resin for
ultrastructural studies. In cryosections for immunogold
detection of speciﬁc components structural details of viral
tubes and viruses change (Fig. 2I–L). Diameter of sec-
tioned viruses is around 65 nm while the globular domain
of the viral tube is around 100–130 nm. Unequivocal
views of the cylindrical domain of viral tubes are not easily
obtained in cryosections. Speciﬁc labelling with the Golgi
marker giantin conﬁrmed that the viral tubes are associ-
ated to Golgi stacks (Fig. 2I). Viral polymerase L (Pol) and
nucleocapsid N (Nuc) proteins are present in these globu-
lar domains as detected by immunogold labelling and EM
(Fig. 2J–L). N also accumulates around Golgi membranes
(Fig. 2L) while L concentrates in an internal layer of the
tube globular domain (Fig. 2K). Double-stranded RNA
(dsRNA), an intermediate of RNA replication (Fig. 2M and
N) as well as incorporated BrUTP (Fig. 2O and P) locate
in the globular domain of viral tubes according to immu-
nogold labelling. These data strongly suggest that the
globular domain of viral tubes harbours the BUNV RCs.
Confocal microscopy showed RCs attached to recruited
mitochondria (Fig. 2Q) and EM shows that tubes contact
and sometimes fuse with the external mitochondrial mem-
brane (Fig. 2R–T).
Isolated tubes contain RC components and RNPs
Cell fractionation and centrifugation in Optiprep gradients
allowed isolation of viral tubular structures (Fig. 3A).
Negative staining conﬁrmed their general morphology:
they contain a cylindrical and a globular domain (Fig. 3B
and C) similar to tubes in situ (Fig. 1L) and a ﬁlamentous
internal texture (Fig. 3D). dsRNA was detected in isolated
tubes by dot-blot (Fig. 3E). Viral proteins involved in
genome replication such as the RNA Pol and the Nuc
protein were detected by Western blot and Coomasie blue
staining, respectively (Fig. 3F). Controlled disruption of
isolated tubes by saponin treatment showed a proteina-
ceous internal scaffold (Fig. 3G) that was labelled with
anti-Pol and anti-Nuc antibodies (Fig. 3H and I). Complete
disruption of tubes provoked the release of viral ribonucle-
oprotein complexes or RNPs (Fig. 3J). Similar release of
RNPs was observed when disrupting isolated viruses in
vitro (Novoa et al., 2005b).
The viral non-structural NSm protein in
tubular structures
NSm is a transmembrane non-structural protein involved
in BUNV morphogenesis (Shi et al., 2006) that accumu-
lates in the Golgi region of infected cells (Lappin et al.,
1994; Shi et al., 2006). Immunogold and EM showed that
NSm localizes both in the cylindrical (Fig. 4A and B)
and globular (Fig. 4C) domains of Golgi-associated viral
tubes. NSm was detected in Golgi membranes where new
virus particles are assembling (Fig. 4D). Western blot
analysis conﬁrmed the presence of NSm in isolated viral
tubes and intracellular viral intermediates I and II while
extracellular mature virions lacked the protein (Fig. 4E).
The same result was obtained by immunogold detection
of NSm and EM of isolated viruses disrupted in vitro (not
shown). This distribution is typical for the behaviour of
scaffolding proteins that assist in the assembly of imma-
ture viral precursors and are later degraded by proteolysis
during maturation (Steven et al., 2005). To obtain func-
tional information about the role of NSm in viral tubes and
viral particles three NSm mutants were characterized
at the ultrastructural level (Fig. 4F–H). These viruses
obtained by a reverse genetics approach have deletions
in NSm domains III and IV (Shi et al., 2006). They grow
slowly generating maximum virus yields 10- to 100-fold
lower than wild-type BUNV. When studying ultrathin sec-
tions of cells infected with NSmD4 mutant virus, viral
tubes were rarely seen. More than 200 cells infected with
wild-type BUNV and an equivalent amount of cells
infected with NSmD4 mutant virus at 6, 10 and 24 h post
infection (p.i.) were studied by oriented serial sectioning.
While more than 50 viral tubes per cell were detected
when infecting with the wild-type virus, a total of 12
complete tubes (longitudinal sections of the cylindrical
domain) were seen in ~200 cells infected with the mutant
virus. Tubes assembled by the NSm mutant were appar-
Fig. 1. Visualization of viral factories by confocal and electron microscopy.
A–H. Control (A) and bunyavirus-infected (B) BHK-21 cells were labelled for trans-Golgi detection (WGA, red), actin (Phallodin, green) and
nuclei (To-Pro, blue) at 8 h p.i. Localization of giantin and Gal-T Golgi markers in control (C and D) and infected cells (E and F). (G) and (H)
show nuclear shape in control and infected cells. Z-series projections of single optical sections are shown in (A–H).
I. Electron microscopy of viral factories shows groups of organelles near the nucleus (dashed white circle).
J. Higher magniﬁcations of Golgi stacks in factories show globular structures of low internal electron-density (arrowheads) as well as
longitudinal (arrow) and transversal (arrowhead) sections of tubular structures (K). Viral particles (V) are also seen.
L. Tubular element with elongated (arrow) and globular (arrowhead) domains.
M. Tube in a Golgi stack with an opening (arrow) near the globular domain (arrowhead). N, nucleus. Bars: 1 mm in I; 200 nm in J; 100 nm in
K–M.
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ently less rigid than normal, had small heads and exhib-
ited a diameter of 60–100 nm (Fig. 4F). Intracellular
immature viral intermediates (type I viruses) accumulated
in Golgi membranes which suggests a blockade in viral
particle maturation (Fig. 4G). A signiﬁcant amount of viral
glycoproteins was visualized at the plasma membrane by
confocal microscopy (not shown) and budding proﬁles
were also frequently seen at the cell surface (Fig. 4H).
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Similar results were obtained with NSmD3 and NSmD5
deletion mutants, with small differences in the amount of
intracellular virus particles and budding proﬁles in plasma
membrane compared with NSmD4 virus (not shown).
These data conﬁrmed an active participation of NSm
protein in tube structure and virus assembly in Golgi, and
pointed to viral tubes as elements involved in viral
morphogenesis.
Cellular proteins in viral tubes
Matrix-assisted laser desorption ionization (MALDI)
peptide mass ﬁngerprinting and database searching
(Navarro-Lerida et al., 2004) was performed to detect
cellular proteins in puriﬁed tubes. The highest scores
obtained from this study corresponded to cytoskeleton-
associated proteins (actin, myosin I and tubulin), several
ribosomal proteins, the eukaryotic translation elongation
factor 2 and a retinoblastoma-like protein (Table 1). Con-
sidering the ﬁlamentous internal structure of the tubes
(Fig. 3D), we focused our attention on the cytoskeletal
proteins. Confocal microscopy showed that although actin
ismostly removed from the viral factory some spots of actin
remained in the modiﬁed Golgi region (Fig. 5A). Omitting
the actin and Golgi-associated signals showed a weak
To-Pro blue staining that most probably corresponds to
RNAaccumulation in the factory (Fig. 5B). When the Golgi
signal is omitted, thin ﬁlamentous elements of actin are
distinguished (Fig. 5C). The dimensions of these ﬁlamen-
tous structures are compatible with those of viral tubes as
seen by EM.Actin was detected by Western blot in isolated
tubes and intracellular viruses while it was absent in extra-
cellularmature virions (Fig. 5D).Actinwas also detected by
immunogold labelling in tubes and viruses as shown in
cryosections of infected cells (Fig. 5E and F) and on iso-
lated tubes (Fig. 5G–I). Intact tubes exhibited a very weak
or no immunogold signal (Fig. 5G), while tubes opened
with saponin ‘on grid’ showed an enhanced signal on the
released protein aggregates (Fig. 5H and I). An actin-
associated signal was also detected on protein aggregates
released from intracellular immature viruses disrupted in
vitro (not shown). These results conﬁrmed the presence of
actin as a component of the internal ﬁbres of viral tubes and
its incorporation into immature viruses.
Fig. 2. Structural characterization of the globular domain of viral tubes. (A–H) Views generated by Bunyamwera virus structures in infected
cells as studied in ultrathin sections of epoxy resin. For direct size comparison the diameter of each structure is marked with blue dashed lines
on tubes and red dashed lines on viruses.
A. Arcs that originate the globular domain of viral tubes.
B. Elongated globular domain.
C. Complete tube with globular head and cylindrical domain.
D and E. Cross sections of a globular and a cylindrical domain respectively.
F. Virus budding proﬁle and immature virus (VI) in the lumen of a Golgi sacculus.
G. Intracellular transition virus (VII).
H. Extracellular mature virion (VE).
I. Immunogold detection with the Golgi marker giantin conﬁrms that tubes are Golgi-associated (arrowhead).
J and K. Detection of BUNV viral polymerase (L or Pol) in the globular domain of tubes (arrowheads) and viral particles (v). Dashed lines are
added for a direct comparison of diameters of globular heads of tubes and intracellular viruses as visualized in cryosections. Pol-associated
signal in (K) aligned under the internal layer of the globular domain of the tube.
L. Viral nucleocapsid (Nuc) is also detected in the globular domain of tubes (arrowhead) and around Golgi membranes (arrows).
M and N. Immunogold detection of dsRNA in the globular domain of tubes as visualized by freeze-substitution (arrowheads). Black dashed
lines in (M) indicate the external limits of the Golgi stack where the tube is inserted.
O and P. BrU detection in globular heads of tubes (arrowheads).
Q. Confocal microscopy (Z-series projection of single optical sections) shows association of viral tubes (green) with mitochondria (red) also
observed by EM (arrows in R to T). (I–L), (O) and (P) show labelling on cryosections while (M) and (N) correspond to labelling on Lowicryl
sections after freeze-substitution. N, nucleus; mi: mitochondria. Bars: 100 nm in A–M, O, P, R–T; 50 nm in N.
Table 1. Cell proteins identiﬁed in isolated viral tubes by MALDI peptide mass ﬁngerprint.





1 73969194 Myosin I 89 227 600 19 8%
2 6686330 Retinoblastoma-like protein 2 96 129 701 12 11%
3 26324898 Eukaryotic translation elongation factor 2 99 96 222 9 10%
4 6678469 Tubulin 77 50 562 8 23%
5 809561 Gamma-actin 94 41 335 7 21%
6 950115 Ribosomal protein S4 76 29 676 8 29%
7 58037465 Ribosomal protein L18A 74 21 004 7 39%
8 7305445 Ribosomal protein S16 66 16 460 7 37%
a. MOWSE score calculated using MASCOT search engine. Scores are signiﬁcant with a P-value smaller than 0.05 (P < 0.05).
For protein identiﬁcation, the non-redundant NCBI database was searched using MASCOT 2.1 (http://www.matrixscience.com). The following
NrNCBI database versions were used: 20050928, 20051014, 20050429 and 20050611.
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A B C D
Fig. 3. Characterization of isolated tubes.
A. Negative staining of fractions enriched in viral tubes.
B. Globular and cylindrical domains are distinguished in intact tubes and in tubes submitted to a short treatment with saponin (C).
D. An internal ﬁbrous texture is distinguished when the staining agent penetrates in the tubes.
E. Dot-blot assay shows reactivity on isolated tubes (T) with anti-dsRNA antibodies. Viral particles (V) are negative as well as a control ssRNA
(C-, yeast RNA). A dsRNA virus was used as a positive control (C+).
F. Western blot detection of viral polymerase (Pol) and Coomasie blue staining corresponding to nucleocapsid (Nuc) in isolated tubes.
G. Disruption of isolated tubes with saponin shows an internal proteinaceous scaffold.
H and I. Disrupted tubes labelled with anti-Pol and anti-Nuc antibodies respectively.
J. Prolongued saponin treatment causes the complete disruption of the integrity of tubes (T) and the release of numerous RNPs (arrows in
main ﬁeld and inset). Arrowheads point to protein aggregates with RNPs. Bars: 300 nm in A; 100 nm in B–D, G, H and J; 50 nm in I.
2018 J. Fontana et al.
© 2008 The Authors
Journal compilation © 2008 Blackwell Publishing Ltd, Cellular Microbiology, 10, 2012–2028
Effects of brefeldin A and drugs for actin in tube integrity
and virus assembly
Assembly of viral tubes in Golgi stacks could involve Golgi
membrane components or more stable Golgi matrix
proteins. To test these possibilities we used brefeldin A
(BFA), a drug that induces the rapid fusion of Golgi mem-
brane with pre-Golgi membranes and RER leaving a
separated scaffold of matrix components (Seemann et al.,
2000). From previous studies we knew that drugs disrupt-
ing cis- and medial-Golgi subcompartments block BUNV
replication when added at 0–1 h p.i. (Salanueva et al.,
2003; Novoa et al., 2005a). Thus, short BFA treatments
were applied to already infected BHK-21 cells. Drug was
added to the cultures at 10 h p.i., followed by immunof-
luorescence staining for GalT or giantin (Fig. 6A–F). At 15
or 30 min after adding BFA the immunoﬂuorescence
signal for GalT, a Golgi membrane enzyme, was rapidly
fragmented and dispersed while giantin, a Golgi matrix
protein, stayed in the perinuclear location for longer times.
Similar effects were seen after just 5 min of treatment
(data not shown). Viral tubes deprived of surrounding
Golgi membranes had normal globular and cylindrical
domains (Fig. 6G–I) and maintained their internal pro-
teinaceous scaffolds and contacts with mitochondria
(Fig. 6G). Tubes with apparent connections with cytoplas-
mic ﬁbres that remind cytoskeletal intermediate ﬁlaments
were observed (Fig. 6H). Viral tubes with short BFA treat-
ments then exhibited the same behaviour than giantin and
remained as distinguishable structures when Golgi stacks
have already disappeared.
Several drugs that affect actin such as latrunculin A
(LtA), cytochalasin D (CyD) and jasplakinolide (Jpk) were
also used to target actin associated to Golgi membranes.
Among them, the actin-stabilizing drug Jpk provided the
clearest results. LtA and CyD had very little or no effect,
respectively, on viral replication and assembly as deter-
mined by measurement of infectious viral particles
released to the culture supernatants at 6 and 10 h p.i.
Complete tubes, virus budding proﬁles and viral particles
Fig. 4. Viral non-structural NSm protein and
viral tubes.
A. Immunogold labelling on Lowicryl sections
after freeze-substitution showing NSm in the
tubular domain of a viral tube.
B. A similar tube in an epoxy-resin section is
shown for comparison.
C. Labelling on cryosections also detects
NSm in the globular domain of tubes and in
assembling viruses in Golgi (D).
E. Western blot detection of NSm in isolated
viral tubes and viral forms. Positive reaction is
detected in tubes and the two intracellular
viral forms (VI and VII) while no NSm is
detected in extracellular virions (VE).
Detection of viral nucleocapsid (Nuc) was
done in the same membrane.
F. Electron microscopy shows thin tubes with
small heads in BHK-21 cells infected 10 h
(1 PFU/cell) with the NSmD4 deletion mutant
that also accumulates intracellular immature
VI viral particles (arrows in G).
H. Budding proﬁles in plasma membrane
(arrows) are also abundant in these cells.
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assembled in Golgi stacks of cells treated with LtA, as
observed in thin sections of treated cells studied by EM
(not shown). However, treatment with Jpk led to a
decrease in infectious virus release by 60–70% in cell
cultures that simultaneously lose the actin stress ﬁbres as
observed by ﬂuorescence microscopy (Fig. 6J and K). EM
showed that in cells treated with Jpk cell organelles were
displaced to the cell periphery against the plasma mem-
brane (not shown) and Golgi fragments were occasionally
distinguished (Fig. 6L). Intact viral tubes were not
detected although their globular domains were seen in
Golgi remnants (Fig. 6L) and attached to mitochondria
(not shown). Viral assembly was massively displaced to
the plasma membrane where budding proﬁles were fre-
quently seen (Fig. 6M). Intracellular budding and viral par-
ticles in Golgi remnants were very scarce and observed
exclusively in cells less affected by the drug according to
characteristic Jpk effects in ultrastructure. Budding pro-
ﬁles were not distinguished at the plasma membrane of
normally infected cells where budding events were
exclusively located in Golgi stacks, as conﬁrmed by analy-
sis of oriented serial sections covering all planes from
each infected cell. At least 200 cells per condition were
studied.
Our results strongly support a functional participation of
Golgi-associated actin in assembly and function of viral
tubes as well as in anchoring virus assembly sites in Golgi
membranes.
3D maps of early and late viral factories show viral
tubes as the physical links between recruited
cell organelles
As viral tubes could play multiple functions in bunyavirus
Fig. 5. Actin and viral tubes.
A. Confocal microscopy of viral factories
shows a massive removal of stress ﬁbres
(Phalloidin, green) from the central areas of
the cell and small spots of actin in the factory
area coincident with Golgi staining (WGA,
red).
B. Removal of red and green signals shows
blue To-pro staining in nucleus and in the
cytoplasmic factory area (white arrow).
C. Higher magniﬁcation and removal of red
Golgi staining shows small, ﬁlamentous
actin-containing elements in the factory.
Z-series projections of single optical sections
are shown in (A–C).
D. Western blot detection of actin in isolated
tubes (T) and intracellular VI and VII viral
forms, while no signal is detected in
extracellular virions (VE). Detection of viral
nucleocapsid (Nuc) was done in the same
membrane.
E and F. Immunogold labelling on
cryosections of infected cells showing
actin-associated signal in viral particles (V)
and the globular domain of viral tubes (T).
G–I. Immunogold detection of actin in isolated
tubes treated with saponin. (G) Weak signal
in intact tubes (arrows). (H) More intense
signal in disrupted tubes (arrows). (I)
Collapsed tubes with intense signals in
released ﬁbrous material (arrows). Bars:
100 nm in E and F; 50 nm in G–I.
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factories (replication, morphogenesis and organelle
recruitment) a three-dimensional view of how they inte-
grate in the factory and the contacts they establish with
factory components can help us to understand how they
work. We obtained serial sections of factories for a
detailed study of the whole, complex structure. Analysis of
all planes provided a much better characterization of fac-
tories compared with random planes with a more accurate
quantiﬁcation of numbers and dimensions of viral
structures. Most tubes have a total length of 0.2–0.5 mm
although tubes longer than 1 mm were occasionally seen.
3D reconstructions from serial sections were done for
early (Fig. 7A–F) and late (Fig. 7G–I) factories. Early fac-
tories with few viral particles are round shaped structures
near the nucleus and surrounded by mitochondria
(Fig. 7A). A close-up of the central areas of this factory
showed viral tubes that connect Golgi stacks with RER
cisternae (Fig. 7B). The consecutive sections correspond-
ing to these tubes are shown in Fig. 7C. This frequent
contact was never detected after random analysis of fac-
tories in 2D which points to the importance of covering all
the planes of very complex structures in an oriented
manner. An important contact previously detected in
2D analysis occurred between tubes and mitochondria
(Fig. 7D and E). Careful study of 3D maps revealed that
early factories are indeed composed of repetitive units of
a basic set integrated by a Golgi stack with mitochondria,
RER and one or more viral tubes (Fig. 7F). By contrast,
late factories are less compact structures that have aban-


































Fig. 6. Tube structure and virus assembly in the presence of drugs that affect Golgi membranes or actin integrity. Immunoﬂuorescence
microscopy of GalT and giantin in normally infected cells (5 PFU/cell) at 10 h p.i. (A and B), in infected cells treated 15 min with BFA (C and
D) and in infected cells treated 30 min with BFA (E and F).
G and H. EM shows normal tubes out of Golgi stacks after 15 min with BFA.
G. Long tube (arrow) globular domains (arrowheads) and tube attached to mitochondria (double arrow).
H. Cytoplasmic ﬁlaments (arrows) apparently attached to a viral tube.
I. Normal tube with cylindrical and globular (arrow) domains after 30 min with BFA.
J and K. Fluorescence microscopy detection of actin (Phalloidin, green) in normally infected cells at 10 h p.i. (J) and in infected cells treated
with JPK (drug was added at 1 h p.i.) (K).
L and M. EM of infected cells treated with JPK. Globular domain (arrow in L) in an altered Golgi stack (G) and budding proﬁles (arrows in M)
in plasma membrane. Bars: 200 nm in G, L, M; 100 nm in H and I.
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particles (Fig. 7G). Mitochondria and RER do not com-
pletely surround the factory and virus particles are moving
towards the cell periphery. Physical contacts between
viral tubes and new viral particles were detected as shown
in the encircled area of Fig. 7G and in Fig. 7H and I. The
existence of these contacts supports a role for the viral
tubes as the physical connections between viral replica-
tion and morphogenesis inside the Golgi stacks of the
virus factory as proposed in the model of Fig. 8.
Discussion
Viral factories are probably the most extreme examples of
how viruses manipulate cell organization. It is remarkable
that just a few different classes of viral macromolecular
complexes can transform a whole eukaryotic cell in
minutes. We are interested in understanding how this
happens. At the same time, by studying viruses, we have
a very valuable tool to study cell architecture.
In the present work we have characterized the bunyavi-
rus factory built around the Golgi complex. Although the
whole factory is large and complex it is in fact composed of
repetitive units constituted by one or more Golgi stacks,
mitochondria, RER elements and a tubular structure that
acts as a link between these organelles. Further, the tubes
could play multiple functions such as transfer of replicated
viral genomes to assembly sites. Actin is needed both for
assembly of these tubes and for virus morphogenesis in
Golgi membranes. The presence of tubular structures in
thin sections of mouse brain infected with BUNV was
reported in old literature where they were interpreted as
elongated virus particles or nucleocapsids (Murphy et al.,
1968). We also detected these structures in a previous
study (Salanueva et al., 2003) and estimated a discreet
number of tubes, 2 or 3, per Golgi stack. Analysis of serial
sections has provided us with a much more accurate
appreciation of their real numbers, as all planes of the cell
are analysed. As a consequence several new data have
been obtained: tubes are in fact more abundant (more than
50 in many cells) and frequently connect with mitochondria
and RER cisternae. Our structural characterization of viral
tubes inGolgi membraneswas completedwith amolecular
mapping of the structures both in situ and in vitro after their
puriﬁcation from infected cells. Identiﬁcation of viral factors
involved in genome replication and morphogenesis as well
as cell proteins such as the translation elongation factor 2
or ribosomal proteins suggested that tubes may harbour
Fig. 7. 3D maps of early and late factories obtained by serial sectioning, TEM, 3D-reconstruction and image processing.
A. Large round-shaped early factory near the nucleus. Mitochondria (red) surround a network of membranes (yellow for the RER and beige for
Golgi stacks) where viral tubes (grey) are embedded.
B. 3D reconstruction of the encircled central region of the factory in (A) elaborated with the central sections of the series to show contacts
between viral tubes and cell membranes in more detail. The large tube is on the centre, a smaller one is encircled.
C. Three original serial thin sections included in the 3D map shown in (B). The central tube is marked with arrows.
D and E. Whole volume (D) and one single plane (E) of the same area of a factory showing a clear contact between a viral tube and a
mitochondrion (arrows).
F. Basic factory unit constituted by a Golgi stack, RER elements, mitochondria and a viral tube. A viral particle is coloured in purple.
G. 3D map of a late factory. A signiﬁcant displacement of components (mitochondria in red, RER in yellow) from the nuclear cavity (arrow) to
peripheral areas of the cell is observed. Golgi-associated density has been omitted in this volume for better visualization of viral particles
(purple). A contact between viral tubes (grey) and viral particles (purple) is encircled.
H and I. Original thin section and 3D reconstruction, respectively, of a viral tube touching a viral particle (arrow). N, nucleus; ne, nuclear














Fig. 8. Model for the functional structure of viral tubes integrated in
the factory. Viral tubes assemble in association with Golgi
membranes using endogenous actin and polymerized NSm as
scaffold. Tubes attach to RER cisternae and mitochondria that
provide cell factors needed for viral replication and assembly. Viral
polymerase (L) concentrates in the globular domain. Replicated
viral RNA (step 1) gets protected by interaction with N molecules,
abundant around Golgi membranes and inside tubes. N molecules
enter the tubes through their openings to the cytoplasm. With the
help of actomyosin-based motors assembled RNPs then travel
towards the cytoplasm (step 2), where they attach to the
cytoplasmic domains of viral glycoproteins (Gc/Gn) concentrated in
the nearby Golgi membranes. Budding events (step 3) lead to new
viral particles that incorporate some amounts of the scaffold NSm
protein and actin. Assembled immature viral particles are then
ready for maturation and secretion (step 4).
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post-replication events. A functional analysis of how
altered NSm sequences or actin integrity affect factory
architecture and viral assembly demonstrated that viral
NSm protein and Golgi actin are essential for the structure
and function of the tubes.
A sequence database comparison with BUNV NSm
showed homology with NSm proteins from other bunyavi-
ruses and a low (30%) similarity with human ATP P2X
receptors. Immunoprecipitation assays showed that NSm
interacts with N protein and the viral glycoproteins in
infected cells (Shi et al., 2006). Interestingly, NSm from
tospoviruses, the plant-infecting bunyaviruses, is a move-
ment protein associated with transport of RNPs through
plamodesmata (Storms et al., 1995). In mammalian cells
tube-associated NSm could facilitate the transport of
RNPs from the RCs to the assembly sites. Our data
suggest that NSm could act also as a ‘matrix’ protein,
facilitating binding of RNPs to the cytosolic domains of
viral glycoproteins Gc and Gn in Golgi membranes. In fact
its behaviour as a scaffolding protein that assists in viral
assembly is supported by its presence in immature viral
intermediates and its absence in mature extracellular
virions. During tube assembly NSm aggregates seem to
grow from the cytosolic side towards the interior of Golgi
sacculi creating a new space (Fig. 1K). As in situ labelling
experiments showed that actin and giantin are inside viral
tubes when they are normally facing the cytosolic side of
Golgi membranes, interactions of viral proteins with Golgi
actin and matrix proteins could be essential for tube
assembly.
Despite its highly organized structure the Golgi complex
is a very dynamic organelle (James Morre and Mollen-
hauer, 2007). Nevertheless, the Golgi manages to main-
tain its high degree of structural organization thanks to a
large group of Golgi-resident proteins that form a matrix.
Various cytoskeletal networks together with coiled-coil
proteins of the golgin family, such as the cis-golgins p115,
GM130 and giantin, are components of this Golgi matrix
(Short et al., 2005) that has been visualized by EM of
detergent-extracted Golgi stacks (Fath and Burgess,
1993). Microtubules and associated motor proteins and
the actin cytoskeleton are of particular importance in Golgi
organization. Accordingly, several myosin motors localize
to the organelle, where they are thought to contribute to
the formation and transport of Golgi vesicles. Complex
molecular machineries regulate actin dynamics involved
in transport events in Golgi membranes (Fath et al., 1997;
Beck, 2005).
Viruses manipulate actin in many different ways. They
use actin for entry, intracellular transport, or cell-to-cell
transmission (Pelkmans et al., 2002; Fackler and Kraus-
slich, 2006; Radtke et al., 2006). Actin is involved in rep-
lication and transcription of both nuclear and cytoplasmic
viruses and the infectious particles of retroviruses, herp-
esviruses, and picornaviruses contain actin (Grunewald
et al., 2003; Radtke et al., 2006). When the actin cytosk-
eleton is destroyed with speciﬁc drugs a compaction of
the Golgi complex is observed (Lazaro-Dieguez et al.,
2006). Curiously, this altered Golgi is very similar to the
round-shaped organelle we observed in BUNV factory
whose assembly occurs simultaneously with relocation of
stress ﬁbres to the cell periphery (Fig. 1). In an attempt to
test the potential function of actin in the structure and
function of viral tubes we have used three actin-disrupting
drugs. Two of them depolymerize ﬁlamentous actin (CyD
and LtA) while the third one stabilizes ﬁlamentous actin
(Jpk). Jpk stabilizes actin ﬁlaments in vitro, but in vivo it
induces polymerization of monomeric actin into amor-
phous masses enhancing the rate of actin ﬁlament nucle-
ation and disordered polymeric actin (Bubb et al., 2000).
We used three drugs with different actin binding sites and
different mechanisms of action because we wanted to
target molecules associated to a very particular structure,
the tubes inserted in Golgi stacks. Although we knew that
viral tubes are open to the cytosol, we were not sure about
efficiency and accessibility of drugs to actin molecules
integrated in the tubular structure. In fact, while actin-
depolymerizing drugs had little effect on viral tube struc-
ture and virus production, the F-actin-stabilizing drug Jpk
altered the structure of viral tubes, the location of virus
assembly sites and the release of infectious virus particles
to the culture supernatants. Golgi-associated actin seems
to play a structural role in maintaining the structural integ-
rity of the viral tubes in Golgi membranes.
Brefeldin A is a drug that induces redistribution of most
Golgi-localized proteins to the ER. Studies on the nature
of the Golgi matrix scaffold showed that giantin, GM130,
GRASP65 and GRASP55 end up in membranes called
BFA remnants that are distinct from the ER (Seemann
et al., 2000). These results supported the idea of a pre-
existing template for Golgi stacks composed by these and
other proteins. By using BFA we wanted to study if viral
tubes disappear immediately when Golgi membranes
fuse with the ER or if they stay for longer times following
a common behaviour with the Golgi matrix scaffold. Like
giantin viral tubes resisted short BFA treatments, which
suggests they could be bound to the stable scaffold of
Golgi stacks. Interestingly, integrity of Golgi actin and viral
NSm protein is also important for viral tube structure and
normal production of infectious virions. Our working
hypothesis is that assembly of these viruses happens in
Golgi membranes because replication machinery anchors
in Golgi matrix components. A detailed study with silenc-
ing experiments and transfections with mutated compo-
nents will be necessary to determine if particular Golgi
matrix components are speciﬁcally involved in the orga-
nization and activities of viral tubes. Also to explore if
myosin I molecules detected in isolated tubes are partici-
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pating in transport of RNPs from the RCs to the assembly
sites in nearby Golgi membranes.
According to our data, in particular the information
coming from 3D maps and molecular detection, multiple
interactions and movement of molecules must take place
in viral tubes, as proposed in the working model of Fig. 8.
Tubes represent a new structure that, in communication
with the cytosol, would host viral RNA replication and
assembly of RNPs in a protective environment, facilitating
the posterior transfer of RNPs to the assembly sites. The
unusual cylindrical shape of this viral RC-containing struc-
ture might be related with the organization of Golgi sacculi
where viral tubes are anchored. Actin and other matrix
proteins can form the cellular protein scaffold for NSm
interactions and tube growth while the actomyosin-based
motors might mediate macromolecular movements. Con-
tacts with RER and mitochondria most probably provide
necessary factors for tube functions. Future work aims to
locate viral and cellular proteins in tubes after 3D recon-
struction by electron tomography (Cyrklaff et al., 2005;
McIntosh et al., 2005). Although factories are very large
and complex structures for electron tomography we plan
to use 3D maps from serial section reconstructions to
assist in segmentation and interpretation of tomograms.
In fact, our results also demonstrate that methods of 3D
reconstruction from serial sections can beneﬁt from the
same principles of segmentation and noise reduction
common to electron tomography. These procedures
provide three-dimensional maps with enough resolution
and details to analyse contacts between small elements
such as virus assemblies inside very large and complex
structures such as whole eukaryotic cells. This will hope-
fully help us to understand how viral macromolecular com-
plexes interact with cell components to create the unique
architecture of virus factories.
Experimental procedures
Cells, viruses, antibodies
BHK-21 (C13) cells supplied by the American Type Culture Col-
lection (ATCC) were grown in Dulbecco’s modiﬁed Eagle’s
medium supplemented with 10% foetal calf serum from Reactiva
S.A. (Barcelona, Spain). BUNV (ATCC VR-87) was propagated
and subjected to titre determination in BHK-21 cells by a lysis-
plaque-forming assay, as previously described (Salanueva et al.,
2003). BUNVs containing deletions in the gene for NSm protein
and designated rBUNM-NSmD3 (aminoacids 354–400 were
deleted from the M polyprotein), rBUNM-NSmD4 (deleted ami-
noacids, 377–426) and rBUNM-NSmD5 (deleted aminoacids,
410–456) were generated by reverse genetics as described (Shi
et al., 2006). The MAB742 monoclonal antibody against Bun-
yamwera Gc glycoprotein, and an anti-NSm rabbit antiserum
against the peptide TDQKYTLDEIADVLQA (residues 338–353 of
the M segment precursor) were described previously (Watret
et al., 1985; Nakitare and Elliott, 1993; Lappin et al., 1994).
Rabbit antisera against the amino- and the carboxyl-terminal
domains of viral L protein were previously characterized (Jin and
Elliott, 1992). Rabbit anti-N antiserum was obtained by immuni-
zation with a synthetic peptide corresponding to the amino-
terminal peptide of the protein (MIELEFHDVAANTSST) following
standard procedures. The anti-giantin rabbit antiserum was a
kind gift of M. Renz (Institute of Immunology and Molecular
Genetics, Karlsruhe, Germany). Anti-b actin (clone AC-15) and
A2668 rabbit anti-actin antiserum were from Sigma. Anti-Gal-T
and anti-dsRNA K2 MAbs were kindly provided by T. Suganuma
(Department Anatomy, Miyazaki Medical College, Japan) and N.
Lukacs (Biological Research Center, Institute of Plant Biology,
Szeged, Hungary), respectively. Anti-dsRNA J2 MAb was pur-
chased from English and Scientiﬁc Consulting (Hungary). Anti-
dsRNA antibodies have been validated as markers of viral
replication for different RNA viruses (Schonborn et al., 1991;
Westaway et al., 1999). Fluorescent secondary antibodies, Alexa
549, phalloidin (green), WGA (wheat germ agglutinin, red) and
ToPro (marker for nuclei) were purchased from Molecular
Probes/Invitrogen.
Infections and treatments with drugs
Monolayers of BHK-21 cells were infected with BUNV or NSm
deletion mutant viruses at a multiplicity of infection (moi) of 1 or 5
plaque forming units (PFU) per cell. At 6, 8, 10 or 24 h p.i. culture
supernatants were removed and cell monolayers processed for
immunoﬂuorescence or EM. Monolayers at 10 h p.i. were incu-
bated 5, 15 or 30 min with culture medium containing 5 mg ml-1
BFA. For treatment with drugs for actin culture supernatants were
removed at 1 h p.i. and substituted by medium with 2 mM CyD,
1 mM LtA or 0.5 mM Jpk. At 10 h p.i. cells were ﬁxed and pro-
cessed for microscopy.
Fluorescence and confocal microscopy
Cell monolayers grown on glass coverslips were ﬁxed 20 min at
4°C with 4% paraformaldehyde in PBS before processing for
immunolabelling of viral and cellular components as previously
described (Novoa et al., 2005b; Fontana et al., 2007). A Zeiss
Axiophot ﬂuorescence microscope equipped with a MicroMax
digital camera and a Bio-Rad Radiance 2100 confocal laser
microscope were used for image collection.
Transmission electron microscopy
Cell monolayers were ﬁxed 1 h at room temperature with a
mixture of 1% glutaraldehyde and 0.5% tannic acid in HEPES
buffer (pH 7.4) and processed by conventional embedding in the
epoxy-resin EML-812 (Taab Laboratories) or in Lowicryl K4M
(Taab) after cryo-processing by freeze-substitution as described
(Fontana et al., 2007). Ultrathin sections (50–70 nm) were col-
lected on cupper grids, stained with uranyl acetate and lead
citrate or processed for immunogold labelling, and studied in a
JEOL 1200-EX II electron microscope operating at 80 kv. Cryo-
sections were obtained in an ultracryomicrotome (Leica EM FCS)
operating at -120°C by the standard Tokuyasu method as
described (Salanueva et al., 2003). For immunogold labelling
primary antibodies were diluted in saturation buffer (PBS contain-
ing 1% BSA) as follows: 1:100 for anti-giantin, anti-L, anti-NSm
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and rabbit anti-actin, 1:200 for anti-N and 1:50 for anti-dsRNA.
Secondary antibodies conjugated with 10 nm colloidal gold par-
ticles from BBC were diluted 1:40 in the same buffer. Negative
staining of isolated tubes and viruses was performed with uranyl
acetate using standard procedures. For immunogold labelling
samples adsorbed to EM grids were submitted to short incuba-
tions with primary and secondary antibodies before negative
staining as described (Novoa et al., 2005b).
BrUTP labelling
The newly synthesized viral RNA in BUNV-infected BHK-21 cells
was labelled from 4 to 5 h p.i. with 10 mM BrUTP (Sigma). At 1 h
before labelling, 10 mg of actinomycin D (Sigma) per ml was
added to the medium to block cellular RNA synthesis. BrUTP
was introduced into cells using DOTAP Liposomal Transfection
Reagent (Roche) as described (Westaway et al., 1999). Incuba-
tion with the mixture BrUTP-DOTAP-actinomycin D was main-
tained 1 h at 37°C. Cells were then washed with PBS, ﬁxed with
4% paraformaldehyde + 0.05% glutaraldehyde in PBS and pro-
cessed for cryosectioning and immunogold labelling using a
monoclonal anti-bromodeoxyuridine antibody (Sigma) diluted 1:5
in saturation buffer followed by a secondary antibody-colloidal
gold conjugate as described above.
Isolation and structural characterization of viral tubes
The established protocol for the isolation of intracellular viruses
(Novoa et al., 2005b) was slightly modiﬁed for the puriﬁcation of
more labile structures such as the viral tubes. BHK-21 cells were
infected at an moi of 3 PFU/cell and maintained 10 h at 37°C.
Cells were washed and collected in TEN buffer containing pro-
tease inhibitors (Roche), and frozen at -80°C. After two consecu-
tive cycles of freezing and thawing to release the viral tubes, cell
lysate was clariﬁed by centrifugation at 3700 g, 20 min at 4°C.
Supernatant was centrifuged 2.5 h at 67 000 g through a 30%
(w/v) sucrose cushion. Pellet was re-suspended in 150 ml of TEN
with protease inhibitors and applied to a 15–25% (v/v) Optiprep
iodixanol density gradient (Sigma). Centrifugation of samples
was performed for 1.5 h at 250 000 g. Fractions of 250 ml were
collected from the top of the gradient and processed for structural
and biochemical characterization. Complete intact tubes local-
ized in fractions 15–20 from the top, well separated from intrac-
ellular viral particles (fractions 27–38).
Controlled disruption of isolated tubes was done with saponin
after adsorbing them on hydrophilic EM grids. Tubes were incu-
bated with saponin (0.05% in PBS) during 15 s, 30 s or 1 min.
After washing with PBS grids were processed for negative stain-
ing or immunogold labelling.
Biochemical analysis of isolated viral tubes: SDS-PAGE
and Western blot
Puriﬁed viral tubes were processed by polyacrylamide gel elec-
trophoresis (PAGE) in the presence of sodium dodecyl sulfate
(SDS) with 8%, 11% or 14% acrylamide gels. Coomasie blue
staining was used to visualize protein bands (Novoa et al.,
2005b). For Western blot analysis proteins were transferred
from gels to nitrocellulose membranes by standard blotting
procedures. Membranes were saturated overnight at 4°C with
PBS containing non-fat dry milk and 0.05% Tween 20, and incu-
bated 1 h at room temperature with primary antibodies diluted in
saturation buffer (1:200 for anti-L, 1:200 for anti-NSm and 1:200
for anti-b actin). After washing with this buffer, membranes were
incubated with a horseradish peroxidase-conjugated secondary
antibody diluted 1:2000. Immunoreactive bands were detected
by chemiluminescence (ECL kit, Amersham).
For RNA dot-blotting samples were processed under RNase-
free conditions as described (Brown et al., 2004). Samples were
incubated overnight at 37°C in a mixture of 1 mg ml-1 proteinase
K and 1% SDS in DEPC water. A positive control (dsRNA Bir-
navirus IBDV, E5 strain) kindly provided by Dr. D. Luque (CNB,
Madrid), a negative control (yeast RNA from Sigma), puriﬁed
extracellular BUNV virions and fractions enriched in intracellular
viral tubes were applied to nitrocellulose membranes. Mem-
branes were allowed to dry at room temperature during 15 min
and processed for immunodetection of total RNA. After incuba-
tion with saturation buffer (5% dry milk in PBS) membranes were
incubated 2 h with a mixture of J2 and K2 anti-dsRNA antibodies
(diluted 1:100 each in saturation buffer), washed three times with
the same buffer and incubated 1 h with a secondary antibody
conjugated with horse radish peroxidase diluted 1:2000 in satu-
ration buffer. After several washes in saturation buffer signal in
membranes was visualized by chemiluminescence (ECL kit,
Amersham).
Peptide mapping
Fractions containing tubes as detected by negative staining and
EM and fractions without tubes were submitted to SDS-PAGE
using 8% and 15% acrylamide gels to cover a wide molecular
weight range. Exclusive bands in fractions containing viral tubes
were processed by MALDI peptide mass ﬁngerprinting and data-
base searching as described (Navarro-Lerida et al., 2004).
Serial section 3D reconstruction
Ultrathin consecutive sections of approximately 50 nm were col-
lected on Formvar-coated parallel-bar copper grids and stained
with uranyl acetate and lead citrate and studied by EM. After
selecting an interesting region in the series, photographs were
taken at 25 000¥ magniﬁcation. Using an EPSON perfection
Photo 3170 scanner the photographs were digitized at 300 dpi as
8-bit images with a ﬁnal pixel size of 3.39 nm. The images were
then normalized using the Bsoft software (Heymann and Belnap,
2007; http://lsbr.niams.nih.gov/bsoft/). Sections were aligned by
selected traces between two consecutive sections using the
free editor for serial section microscopy ‘Reconstruct’ (Fiala
2005; http://www.synapse-web.org/tools/index.stm/) taking into
account the ‘tips for aligning sections’ of the User’s manual. As
sections had an average thickness of 50 nm the voxel in the
serial section 3D reconstruction had an anisotropic size of
3.39 nm in XY axis and 50 nm in Z axis. Segmentation and 3D
visualization were done with Amira (http://amira.zib.de). For
noise-reduction, images were subjected to three iterations of a
median ﬁlter (van der Heide et al., 2007). Isosurface was used for
3D visualization, and the optimal threshold for the different mate-
rials was determined using a previously implemented algorithm
(Cyrklaff et al., 2005). Only elements with unequivocal identity
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were included in the 3D representations. A total of 23 factories
were studied by 3D reconstruction of serial sections and 15–20
sections per series were included. As individual sections have a
thickness of 50–70 nm, the total thickness of the 3D maps in the
Z axis was around 1 mm.
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